Desenvolvimento de biossensores e sensores biomiméticos para determinação de compostos fenólicos by Oliveira, Inês Rosane Welter Zwirtes de
UNIVERSIDADE FEDERAL DE SANTA CATARINA 
Centro de Ciências Físicas e Matemáticas 













DESENVOLVIMENTO DE BIOSSENSORES E 
SENSORES BIOMIMÉTICOS PARA 
















Inês Rosane Welter Zwirtes de Oliveira
DESENVOLVIMENTO DE BIOSSENSORES  
E SENSORES BIOMIMÉTICOS PARA 
DETERMINAÇÃO DE COMPOSTOS 
FENÓLICOS 
Trabalho apresentado ao Programa de Pós-
Graduação do Departamento de Química da 
Universidade Federal de Santa Catarina, 
como parte dos requisitos para a obtenção do 
título de Doutor em Química, área de 
concentração Química Analítica. 
Florianópolis – SC 
2007 
Orientadora: Profa. Dra. Iolanda da Cruz Vieira 
 Inês Rosane Welter Zwirtes de Oliveira 
 
DESENVOLVIMENTO DE BIOSSENSORES  
E SENSORES BIOMIMÉTICOS PARA DETERMINAÇÃO DE 
COMPOSTOS FENÓLICOS 
 
Esta tese foi julgada e aprovada para a obtenção do título de Doutor em 
Química no Programa de Pós-Graduação em Química da Universidade Federal 
de Santa Catarina 
 
 
Florianópolis, 02 de março de 2007 
 
______________________ 
Prof. Dr.Ademir Neves 
Coordenador do Programa 
 
 
 BANCA EXAMINADORA 
 
 ______________________ 
 Dra. Iolanda da Cruz Vieira 
 Orientadora 
 
 __________________ _______________________ 
 Dr. Lúcio Angnes Dr. Orlando Fatibello-Filho 
 (USP – São Paulo) (UFSCar – São Carlos) 
 
 
 ____________________ _____________________ 
 Dr. Ademir Neves Dr. Almir Spinelli 




 Dra. Tânia Beatriz Creczynski Pasa 




























































Com muito carinho aos meus pais 
Maurícia e Ignácio, as minhas  
irmãs Elveni, Noeli e Marli 












• À Profa. Drª. Iolanda da Cruz Vieira, pela orientação, incentivo, dedicação, 
esmero e entusiasmo com o qual acompanhou todo o trabalho. 
 
• Ao Prof. Dr. Orlando Fatibello-Filho, pelas contribuições no trabalho e incentivo. 
 
• Ao Prof. Dr. Ademir Neves e a Renata Osório pela contribuição no trabalho e 
pela síntese do complexo usado no sensor biomimético. 
 
• Ao Prof. Almir Spinelli, pelas contribuições e por ceder o 
Potenciostato/Galvanostato, no qual grande parte do trabalho foi desenvolvido. 
 
• Ao meu orientador espiritual Pe. Luiz Carlos Pereira a aos amigos do grupo 
Nossa Senhora da Graças do Rio de Janeiro.  
 
• À Suellen, pela amizade, alegria e pelas análises de titulação condutimétrica. 
 
• Aos demais amigos e colegas dos laboratórios 312 e 314. 
 
• À Universidade Federal de Santa Catarina e a todos os professores do 
departamento, especialmente àqueles que contribuíram para minha formação 
acadêmica e contribuíram de alguma forma na realização deste trabalho.  
 
 • Ao Hospital Universitário de Florianópolis, SC, pela doação dos produtos 
farmacêuticos. 
 




GLOSSÁRIO ................................................................................................................ I 
ÍNDICE DE FIGURAS ................................................................................................. II 
ÍNDICE DE TABELAS .............................................................................................. VII 
RESUMO................................................................................................................... IX 
ABSTRACT ............................................................................................................. XIII 
1. FUNDAMENTAÇÃO TEÓRICA...............................................................................1 
1.1 HISTÓRICO E PROPRIEDADES DAS ENZIMAS ................................................1 
1.1.1 Peroxidases........................................................................................................3 
1.1.2 Polifenol oxidase (PFO)......................................................................................5 
1.1.3 Fosfatases ácidas púrpuras ...............................................................................9 
1.2 IMOBILIZAÇÃO DE ENZIMAS............................................................................11 
1.2.1 Imobilização por adsorção................................................................................12 
1.2.2 Formação de ligação covalente ou ligação covalente cruzada ........................12 
1.2.2.1 Procedimento envolvendo ligação covalente ................................................13 
1.2.2.2 Procedimento envolvendo ligação química covalente cruzada .....................13 
1.2.3 Enzimas imobilizadas por oclusão (encapsulação) ..........................................13 
1.2.3.1 Método da oclusão em matriz polimérica ......................................................13 
1.2.3.2 Método de oclusão em cápsulas ...................................................................14 
1.2.4 Quitosana - suporte sólido usado para a imobilização da peroxidase..............14 
1.2.4.1 Reticulação da quitosana ..............................................................................16 
1.3 BIOSSENSORES E SENSORES BIOMIMÉTICOS ............................................17 
1.3.1 Biossensores....................................................................................................17 
1.3.2 Extrato de vegetais (homogenato) – Fonte enzimática ....................................20 
1.3.3 Biossensores e nanotecnologia........................................................................23 
 1.3.4 Química biomimética de enzimas artificiais......................................................26 
1.3.4.1 Sensores biomiméticos .................................................................................27 
1.4 SUBSTRATOS....................................................................................................30 
1.4.1 Hidroquinona ....................................................................................................30 
1.4.2 Rutina...............................................................................................................31 
1.4.3 Dopamina .........................................................................................................33 
2. OBJETIVOS ..........................................................................................................34 
2.1 OBJETIVO GERAL .............................................................................................34 
2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS ...............................................................................34 
2.2.1 Biossensores....................................................................................................34 
2.2.2 Sensores biomiméticos ....................................................................................35 
3. PARTE EXPERIMENTAL......................................................................................37 
3.1 EQUIPAMENTOS E ELETRODOS .....................................................................37 
3.2 REAGENTES E SOLUÇÕES..............................................................................38 
3.3 BIOSSENSORES................................................................................................41 
3.3.1 Obtenção do extrato enzimático (homogenato)................................................41 
3.3.2 Determinação da atividade enzimática.............................................................41 
3.3.3 Determinação da proteína total ........................................................................42 
3.3.4 Estudo do tempo de reticulação da quitosana com glutaraldeído ....................43 
3.3.5 Determinação do grau de desacetilação da quitosana (% GD)........................43 
3.3.6 Reticulação da quitosana e imobilização da peroxidase ..................................44 
3.3.6.1 Reticulação dos grupos amino da quitosana com glutaraldeído (I). ..............44 
3.3.6.2 Reticulação dos grupos amino e ativação das hidroxilas com glutaraldeído-
carbodiimida (II). ..........................................................................................44 
3.3.6.3 Reticulação dos grupos amino e hidroxila da quitosana com glutaraldeído e 
epicloridrina (III). ..........................................................................................44 
 3.3.6.4  Imobilização da peroxidase ..........................................................................45 
3.3.7 Construção dos biossensores ..........................................................................46 
3.3.8 Medidas eletroanalíticas e aplicação dos biossensores...................................46 
3.3.9 Seleção do biossensor (III) para determinação de rutina em fármacos ...........47 
3.4. SENSORES BIOMIMÉTICOS............................................................................48 
3.4.1 Obtenção dos complexos biomiméticos ...........................................................48 
3.4.2 Construção dos sensores biomiméticos...........................................................48 
3.4.3 Medidas eletroanalíticas e aplicação dos sensores biomiméticos....................48 
4. RESULTADOS E DISCUSSÃO.............................................................................50 
4.1 BIOSSENSORES USANDO EXTRATO DE JILÓ COMO FONTE DA ENZIMA 
PEROXIDASE, IMOBILIZADA EM QUITOSANA PREVIAMENTE RETICULADA 
POR DIFERENTES PROCEDIMENTOS. ..................................................50 
4.1.1 Seleção dos vegetais e obtenção da enzima peroxidase.................................50 
4.1.2 Efeito do pH sobre a atividade de extração da peroxidase .............................  52 
4.1.3 Tempo de armazenamento e estabilidade da peroxidase...............................  53 
4.1.4 Grau de desacetilação (% GD) da quitosana ...................................................55 
4.1.5 Estudo do tempo de reticulação da quitosana com glutaraldeído ....................56 
4.1.6 Imobilização da peroxidase na matriz da quitosana reticulada com 
glutaraldeído......................................................................................................58 
4.1.7 Imobilização da peroxidase na matriz da quitosana reticulada com 
glutaraldeído e carbodiimida .............................................................................60 
4.1.8 Imobilização da peroxidase na matriz da quitosana reticulada com 
glutaraldeído e epicloridrina ..............................................................................63 
4.1.9 Otimização dos biossensores...........................................................................65 
4.1.9.1 Estudo de grafite/Nujol .................................................................................65 
4.1.9.2 Estudo da concentração da peroxidase de extrato de jiló .............................66 
 4.1.9.3 Efeito do pH...................................................................................................67 
4.1.9.4 Estudo dos parâmetros da voltametria de onda quadrada............................68 
4.1.10 Voltametria cíclica ..........................................................................................71 
4.1.11 Voltametria de onda quadrada .......................................................................73 
4.1.12 Repetibilidade, reprodutibilidade e estabilidade dos biossensores ................75 
4.1.13 Estudo de recuperação e determinação de hidroquinona ..............................76 
4.2 DETERMINAÇÃO DE RUTINA EM FÁRMACOS................................................79 
4.2.1 Voltametria cíclica ............................................................................................79 
4.2.2 Otimização do biossensor ................................................................................81 
4.2.3 Repetibilidade, reprodutibilidade e seletividade ...............................................83 
4.2.4 Voltamogramas de onda quadrada e curva analítica para rutina .....................84 
4.2.5 Estudo de recuperação ....................................................................................86 
4.2.6 Determinação de rutina em fármacos ..............................................................87 
4.2.7 Comparação dos resultados obtidos usando o biossensor proposto na 
determinação de rutina e hidroquinona .............................................................88 
4.3 SENSOR BIOMIMÉTICO USANDO NOVO COMPLEXO BINUCLEAR DE     CuII 
MODELO DA POLIFENOL OXIDASE .................................................................90 
4.3.1 Complexo binuclear de CuII ..............................................................................90 
4.3.2 Voltametria cíclica ............................................................................................91 
4.3.3 Estudo do percentual do complexo de CuII ......................................................94 
4.3.4 Efeito do pH sobre a resposta do sensor biomimético .....................................95 
4.3.5 Estudo dos parâmetros da voltametria de onda quadrada...............................96 
4.3.6 Reprodutibilidade, repetibilidade e seletividade ...............................................98 
4.3.7 Estudos de recuperação de hidroquinona em cosméticos ...............................98 
4.3.8 Voltamogramas de onda quadrada e curva analítica de hidroquinona...........100 
4.3.9 Determinação de hidroquinona em cosméticos..............................................102 
 4.4 SENSOR BIOMIMÉTICO USANDO COMPLEXO DE FeIIFeIII MODELO 
FOSFATASE ÁCIDA PÚRPURA PARA DETERMINAÇÃO DE COMPOSTOS 
FENÓLICOS....................................................................................................103 
4.4.1 Complexo FeIIFeIII...........................................................................................103 
4.4.2 Voltametria cíclica ..........................................................................................105 
4.4.3 Estudo do percentual do complexo FeIIFeIII....................................................107 
4.4.4 Influência do peróxido de hidrogênio..............................................................108 
4.4.5 Resposta do sensor biomimético para compostos fenólicos..........................110 
4.4.6 Influência do pH .............................................................................................112 
4.4.7 Parâmetros da voltametria de onda quadrada ...............................................113 
4.4.8 Repetibilidade, reprodutibilidade e interferentes ............................................115 
4.4.9 Voltamograma de onda quadrada e curva analítica da dopamina ................116 
4.4.10 Determinação de dopamina em produto farmacêutico.................................118 
5. CONCLUSÕES ...................................................................................................119 


















a  Amplitude de pulso de potencial aplicado 
BSA  Albumina de soro bovino 
EDC  Carbodiimida 
Er   Erro relativo 
Epc  Potencial de pico catódico 
f  Freqüência de aplicação de pulsos 
GD  Grau de desacetilação 
HRP   Horseradish peroxidase (peroxidase de raíz forte) 
IUBMB  União Internacional de Bioquímica e Biologia Molecular  
PAPs  Fosfatases ácidas púrpuras 
PFO   Polifenol oxidase 
Per (ox) Peroxidase estado oxidado 
Per (red) Peroxidase estado reduzido 
QTS   Quitosana 
R+   Radical protoporfirina 
Sred  Substrato doador de elétrons na forma reduzida  
Sox       Substrato doador de elétrons na forma oxidado 





Figura 1.(A) Estrutura tridimensional da enzima peroxidase (HRP, Horseradish 
peroxidase) e (B) sítio ativo.........................................................................4 
Figura 2.Ciclo catalítico da enzima peroxidase (HRP), R+ = radical protoporfirina, S = 
substrato doador de elétrons (red = reduzido, ox = oxidado). .....................5  
Figura 3.(A) Estrutura enzima polifenol oxidase da batata doce (Ipomoea batatas) e 
(B) sítio ativo. ..............................................................................................7  
Figura 4.Mecanismo proposto para a oxidação do catecol pela PFO ........................8 
Figura 5.Representação esquemática da forma reduzida FeIIIMII, do sítio ativo das 
fosfatases ácidas púrpuras extraídas de fontes animais e vegetais. ........10 
Figura 6.Vantagens da enzima imobilizada em relação à enzima livre. ...................11 
Figura 7.Estrutura química da quitosana..................................................................15 
Figura 8.Esquema dos transdutores mais utilizados e a grandeza física que cada 
transdutor detecta. ....................................................................................18 
Figura 9.Estrutura fundamental dos flavonóides. .....................................................31 
Figura 10.Estrutura química da rutina. .....................................................................32 
Figura 11.Efeito do pH (4 a 10) sobre a extração da peroxidase de jiló ...................52 
Figura 12. Estudo do tempo de armazenamento (4° C)  da atividade específica da 
peroxidase de jiló, extraído em água, tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) 
tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) + polyclar SB-100..............................54 
Figura 13.Curva de titulação condutométrica da quitosana, titulante (NaOH 0,1 mol 
L-1). .........................................................................................................56 
Figura 14.Curva de titulação condutométrica da quitosana reticulada (30 min de 
reação), titulada com NaOH 0,1 mol L-1. ...............................................57 
III 
Figura 15.Esquema da reação entre a quitosana (QTS), glutaraldeído e a enzima 
peroxidase (procedimento I). ..................................................................59 
Figura 16.Esquema da reação entre um (a) suporte carboxilado, (b) carbodiimida e 
(c) enzima...............................................................................................60 
Figura 17.Esquema da reação entre A (a) quitosana, (b) carbodiimida e (d) enzima, 
obtendo-se (e) produto final da reação...................................................61 
Figura 18.Esquema da reação entre a (a) quitosana, (b) glutaraldeído, (c) 
carbodiimida e (e) enzima peroxidase, (procedimento II). ......................62 
Figura 19.Reação de reticulação da quitosana com epicloridrina. ...........................63 
Figura 20.Esquema da reação entre a (a) quitosana, (b) glutaraldeído, (c) 
epicloridrina e (d) enzima peroxidase (procedimento III). .......................64 
Figura 21. Estudo da proporção de grafite/Nujol na construção dos biossensores (I, 
II, III) em solução de hidroquinona 5x10-4 mol L-1 e peróxido de 
hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1, amplitude de potencial 100 mV e freqüência 
de 100 Hz. ..............................................................................................66 
Figura 22. Efeito da concentração de peroxidase (0,69 a 8,0 U peroxidase/ mg de 
pasta de carbono) em hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e peróxido de 
hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1, 100 mV e 100 Hz........................................67 
Figura 23. O efeito do pH (5,0 a 9,0) sobre a resposta dos biossensores em solução 
de hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol 
L-1, 100 mV e 100 Hz..............................................................................68 
Figura 24. Estudo do efeito da frequência (50 a 200 Hz) em solução de 
hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1, peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e 
amplitude de 100 mV..............................................................................69 
IV 
Figura 25.Estudo do efeito da amplitude do pulso de potencial (10 a 200 mV) em 
solução de hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1, peróxido de hidrogênio 2,0x10-
3
 mol L-1 e frequência de 100 Hz. ...........................................................70 
Figura 26.Esquema do processo enzimático entre a hidroquinona, peróxido de 
hidrogênio, peroxidase e redução eletroquímica da quinona na superfície 
do biossensor. Per (ox)= peroxidase estado oxidado, Per 
(red)=peroxidase no estado reduzido. ....................................................71 
Figura 27.Voltamogramas cíclicos obtidos usando os biossensores propostos em 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) e velocidade de varedura 
100 mV s-1. Voltamogramas (BI, BII e BIII) obtidos em H2O2 2,0x10-3 mol 
L-1 e (I, II e III) em solução de hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e H2O2 
2,0x10-3 mol L-1. Velocidade de varredura de 100 mV s-1.......................72 
Figura 28.Voltamogramas de onda quadrada obtidos utilizando os biossensores (I), 
(II) e (III). (a) solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0 e peróxido de 
hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e soluções de hidroquinona nas 
concentrações (b) 2,5x10-4; (c) 5,0x10-4; (d) 1,0x10-3; (e) 1,5x10-3; (f) 
2,0x10-3; (g) 2,5x10-3; (h) 3,0x10-3; (i) 3,5x10-3; (j) 4,0x10-3; (l) 4,5x10-3 
mol L-1; amplitude de 100 mV s-1 e freqüência de 100 Hz. .....................74 
Figura 29.Curvas analíticas para hidroquinona obtidas com os biossensores 
propostos usando voltametria de onda quadrada..................................  75 
Figura 30.Voltamogramas cíclicos obtidos usando o biossensor proposto em 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) contendo (a) H2O2 2,0x10-3 
mol L-1 e (b) 3x10-3 mol L-1 de rutina e 2,0x10-3 mol L-1 H2O2. ................80 
Figura 31. Representação esquemática do processo enzimático entre a rutina, 
peróxido de hidrogênio e a peroxidase...................................................81 
V 
Figura 32. (A) Voltamogramas de onda quadrada (a) solução tampão fosfato e 
solução peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e adição de rutina: (b) 
3,4x10-7; (c) 1,1 x10-6; (d) 2,2 x10-6; (e) 3,3 x10-6; (f) 4,3 x10-6;  (g) 5,2 
x10-6; (h) 6,3 x10-6; (i) 1,2 x10-6 mol L-1, amplitude de 30 mV e freqüência 
de 25 Hz. (B) Curva analítica usando o Ipc dos voltamogramas de onda 
quadrada vs concentração de rutina. .....................................................85 
Figura 33. Estrutura do complexo binuclear [Cu2(HL)(OAc)](ClO4)2]. .......................90 
Figura 34.Voltamogramas cíclicos utilizando o (A) eletrodo de pasta de carbono e 
(B) sensor biomimético. Voltamogramas (a, c) obtidos em obtidos 
tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) e (b, d) hidroquinona 4,0x10-4 mol L-1  
 ................................................................................................................93 
Figura 35.Estudo do percentual do complexo CuII de 5 a 20 % (m/m) do sensor 
biomimético em solução de hidroquinona 2,0x10-3 mol L-1 em tampão 
fosfato 0,1 mol L-1 pH (7,0), amplitude de potencial 50 mV, freqüência 50 
Hz. ..........................................................................................................95 
Figura 36.Estudo do pH (5 a 9) sobre a resposta do sensor biomimético em 
hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1, freqüência de 50 mV e amplitude de 
potencial de 50 mV.................................................................................96 
Figura 37.(A) Estudo da freqüência de (10 a 100 Hz), (B) estudo da amplitude de 
(10 a 100 mV) em solução de hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1 em tampão 
fosfato 0,1 mol L-1 (pH 8,0). ....................................................................97 
Figura 38.Voltamogramas de onda quadrada obtidos usando o sensor biomimético 
(a) solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 pH (8,0) e soluções de 
hidroquinona nas concentrações: (b) 6,0x10-5; (c) 1,2 x10-4; (d) 2,4 x10-4; 
(e) 3,6 x10-4; (f) 4,7 x10-4; (g) 5,8 x10-4; (h) 8,0 x10-4; (i) 1,1x10-3; (j) 1,3 
VI 
x10-3; (l) 1,6 x10-3; (m) 1,8 x10-3; (n) 2,0x10-3; (o) 2,2 x10-3; (p) 2,5 x10-3 
mol L-1, 80 mV e 80 Hz. ........................................................................100 
Figura 39. Curva analítica de hidroquinona usando o Ipc dos voltamogramas de 
onda quadrada vs concentração de 6,0x10-5 a 2,5 x10-3 mol L-1 em 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 pH (8,0), amplitude de 80 mV e 
freqüência de 80 Hz. ............................................................................101 
Figura 40. Proposta da estrutura do complexo [FeIIFeIII(BPBPMP)(OAc)2]ClO4]....104 
Figura 41.Voltamogramas cíclicos obtidos tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) 
utilizando o (A) eletrodo de pasta de carbono e (B) sensor biomimético. 
Voltamogramas (a, c) obtidos em peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-
1
 e (b, d) em dopamina 3,0×10-3 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 2,0x10-
3
 mol L-1. ...............................................................................................106 
Figura 42. Estudo do percentual do complexo FeIIFeIII  de 5 a 20 % (m/m) sobre a 
resposta do sensor biomimético em solução de dopamina 3,0x10-3 mol 
L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1 pH (7,0), amplitude de potencial 50 
mV, freqüência 50 Hz. ..........................................................................107 
Figura 43. Influência da concentração do peróxido de hidrogênio (0,0 a 9,5x10-5 mol 
L-1) sobre a resposta do sensor biomimético em dopamina 3,0x10-3 mol 
L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0. ...........................................109 
Figura 44. Influência do pH (3,0 a 8,0) sobre a resposta do sensor biomimético em 
dopamina 3,0x10-3 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 4,5x10-5 mol L-1, 
freqüência de 50 Hz e amplitude de potencial de 50 mV. ....................112 
Figura 45. Estudo da (A) amplitude de potencial (10 a 100 mV) e (B) freqüência de 
(10 a 100 Hz), em solução de hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1 e peróxido 
de hidrogênio 4,5x10-5 mol L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0).114 
VII 
Figura 46. Voltamogramas de onda quadrada usando o sensor biomimético (a) 
tampão fosfato 0,1 mol L-1(pH 7,0), e soluções de dopamina nas 
concentrações de (b) 5,0x10-5; (c) 2,5x10-4; (d) 5,0 x10-4; (e) 1,5 x10-3; (f) 
2,5 x10-4; (g) 3,5 x10-4; (h) 4,5 x10-4; (i) 5,5x10-3; (j) 6,5x10-3 mol L-1, 











ÍNDICE DE TABELAS 
 
Tabela 1. Classificação das enzimas de acordo com a IUBMB..................................2 
Tabela 2. Atividade, proteína total e atividade específica da peroxidase encontrada 
no extrato bruto de diversos vegetais........................................................51 
Tabela 3. Estudo de adição e recuperação de hidroquinona em água de processo de 
revelação fotográfica e de raios-X.............................................................77 
Tabela 4.Determinação de hidroquinona em água de processo de revelação 
fotográfica e de raios-X .............................................................................78 
Tabela 5. Parâmetros de otimização do biossensor proposto ..................................82 
Tabela 6. Estudo de recuperação de rutina em amostras farmacêuticas usando o 
biossensor proposto ..................................................................................86 
Tabela 7. Determinação de rutina em amostras de fármacos usando o método 
comparativo e biossensor proposto...........................................................87 
Tabela 8. Comparação dos principais resultados obtidos usando o biossensor (III) na 
determinação de hidroquinona e rutina .....................................................89 
Tabela 9.Estudos de recuperação de hidroquinona utilizando o sensor  
biomimético................................................................................................99 
Tabela 10. Determinação de hidroquinona usando o sensor biomimético e o método 
comparativo.............................................................................................102 
Tabela 11. Resposta relativa para compostos fenólicos usando o sensor 
biomimético..............................................................................................111 
Tabela 12. Estudos de recuperação de dopamina padrão .....................................116 
Tabela 13. Determinação de dopamina em produtos farmacêuticos usando o método 






Inicialmente, neste trabalho foram selecionados diversos vegetais para 
obtenção da peroxidase e os maiores valores de atividade foram encontrados no 
extrato da fruta-de-conde (Ananas squamosa), gengibre (Zingiber officinales Rosc.) 
e jiló (Solanum gilo) com atividade de 4.264, 4.923 e 4.960 unidades mL-1, 
respectivamente. Sendo assim, selecionou-se o jiló como fonte da enzima 
peroxidase e as melhores condições de extração para este vegetal foram obtidas em 
tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0).  
 A estabilidade do extrato de jiló foi investigada durante 53 dias e no período 
de 25 dias de estocagem não foram observadas mudanças significativas na 
atividade específica da enzima para os processos de extração utilizando tampão 
fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) e tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) + polyclar. Após 
este período, a extração empregando o agente protetor manteve maior atividade 
específica. Entretanto, optou-se neste trabalho em utilizar o tampão fosfato 0,1 mol 
L-1 (pH 7,0) para a extração da peroxidase de jiló. 
O grau de desacetilação (GD) da quitosana foi determinado por titulação 
condutimétrica obtendo-se uma porcentagem de grupos amino livres de 82 %. O 
máximo de reticulação, 100 %, foi obtido em solução de glutaraldeído 2,5 % (v/v) a 
partir de 10 min de reação e o tempo de reticulação usado neste trabalho foi de 30 
min.  
A peroxidase obtida do extrato de jiló foi imobilizada em quitosana 
previamente reticulada por três procedimentos: (I) reticulação dos grupos amino da 
quitosana com glutaraldeído; (II) grupos amino da quitosana reticulados com 
glutaraldeído e hidroxila ativados com carbodiimida; (III) grupos amino reticulados 
com glutaraldeído e hidroxila com epicloridrina. A quitosana reticulada pelos três 
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procedimentos apresentou boa eficiência como suporte para imobilização da 
peroxidase obtida do vegetal jiló.  
Após a reticulação da quitosana e imobilização da peroxidase de jiló foram 
construídos os biossensores (I), (II) e (III). A melhor resposta destes biossensores 
foram obtidas na composição de 75/15/10 % (m/m) de grafite:Nujol:quitosana 
reticulada contendo 1.500 unidades mL-1. Os biossensores foram otimizados usando 
a voltametria de onda quadrada e a maior resposta analítica obtida foi obtida para 
hidroquinona em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0), peróxido de hidrogênio 2,0x10-
3
 mol L-1, freqüência de 100 Hz e amplitude de potencial de 100 mV. Estes 
biossensores apresentaram uma relação linear entre a corrente de pico catódica 
(Ipc) e as concentrações de hidroquinona no intervalo de 2,5x10-4 a 4,5x10-3 mol L-1, 
com limite de detecção de 2,0x10-5 mol L-1 e bons resultados quanto a repetibilidade 
(r.s.d. ≤ 1,0 %) e reprodutibilidade (r.s.d. ≤ 3,2%). Os valores de recuperação de 
hidroquinona para os biossensores variaram de 95,1 – 105% para o biossensor (I), 
97,8 – 101% para biossensor (II) e 98,8 – 103% para o biossensor (III). Os 
resultados obtidos indicam que os procedimentos analíticos propostos não sofrem 
interferência da matriz da amostra. A maior sensibilidade foi observada para o 
biossensor (III), isso pode ser devido à formação efetiva da rede tridimensional 
polimérica entre a quitosana, epicloridrina e glutaraldeído, que além da enzima estar 
ligada a um grupo aldeído do glutaraldeído, pode também estar confinada nos 
espaços formados entre ligações dos reagentes reticulantes e a quitosana. 
O biossensor (III) selecionado para determinação de rutina, apresentou 
características favoráveis para determinação deste flavonóide em fármacos.  O 
melhor desempenho do biossensor foi observado usando solução tampão fosfato 0,1 
mol L-1 (pH 7,0), peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1, amplitude de potencial de 
30 mV e freqüência de 25 Hz. A curva analítica foi construída a partir do Ipc vs a 
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concentração de rutina, obtendo-se uma relação linear no intervalo de 3,4x10-7a 
1,2x10-6 mol L-1 (Ipc=30,7 + 4,9x107 [rutina]; r=0,9998) com limite de detecção de 
3,0x10-8 mol L-1.  O estudo de recuperação de rutina variou de 96 a 102 % e os 
teores obtidos para rutina em formulações farmacêuticas utilizando o biossensor 
proposto estão em concordância com os valores de rutina rotulados e os valores 
obtidos pelo método oficial, a um nível de confiança de 95%. Além disso, apresentou 
alta sensibililidade, boa reprodutibilidade (r.s.d 2,5 %) e repetibilidade (r.s.d 0,9 %). 
Os resultados indicam boa eficiência do biossensor (III) para determinação de 
hidroquinona e rutina. Entretanto, os resultados diferem em relação à faixa de 
linearidade e consequentemente em relação ao limite de detecção para cada 
substrato. 
O sensor biomimético contendo complexo binuclear de CuII, modelo polifenol 
oxidase foi empregado com sucesso na determinação de hidroquinona em 
cosméticos. Esse sensor apresentou boa reprodutibilidade (r.s.d 2,8 %), boa 
repetibilidade (r.s.d 1 %) e resposta linear para hidroquinona de 6,0x10-5 a 2,5 x10-3 
mol L-1 com limite de detecção de 3,0x10-6 mol L-1.  
O sensor biomimético desenvolvido a partir do complexo FeIIFeIII  modelo 
proposto da fosfatase ácida púrpura apresentou resposta para os compostos 
fenólicos: hidroquinona, catecol, dopamina, metildopa, carbidopa, L-dopa em 
presença de peróxido de hidrogênio. As condições experimentais para o sensor 
biomimético foram avaliadas utilizando-se dopamina e sua determinação em 
fármacos. Foi obtido uma linearidade de 5,0x10-5 a 6,5x10-3 mol L-1 e limite de 
detecção de 1,0x10-6 mol L-1, apresentando bons resultados em relação à 




In this study, initially, several plants were selected for the obtention of 
peroxidase and the highest values for activity were found for the sugar apple 
(Annona squamosa), ginger (Zingiber officinale Rosc.) and scarlet eggplant 
(Solanum gilo) with activities of 4,264, 4,923 and 4,960 units mL-1, respectively. The 
scarlet eggplant was selected as a source of the enzyme peroxidase and the best 
extraction conditions for this plant were obtained in 0.1 mol L-1 phosphate buffer 
solution (pH 7.0).   
The stability of the scarlet eggplant extract was investigated for 53 days and 
during the initial storage period of 25 days no significant changes in the specific 
activity of the enzyme were observed for the extraction using 0.1 mol L-1 phosphate 
buffer solution (pH 7.0) and 0.1 mol L-1 phosphate buffer  solution (pH 7.0) + polyclar. 
After this period, the extraction using the protector agent maintained the greatest 
specific activity.  However, in this study the  0.1 mol L-1 phosphate buffer (pH 7.0) 
was used for the extraction of peroxidase from the scarlet eggplant.   
The degree of deacetylation (DA) of the chitosan was determined by 
conductimetric titration, with 82 % of free amino groups being obtained.  The 
maximum reticulation of 100 % was obtained with a 2.5% (v/v) glutaraldehyde 
solution after 10 min of reaction and the reticulation time used in this study was 30 
min.   
The peroxidase obtained from the scarlet eggplant extract was immobilized in 
chitosan previously reticulated using three procedures: (I) reticulation of the chitosan 
amino groups with glutaraldehyde; (II) chitosan amino groups reticulated with 
glutaraldehyde and hydroxyl activated with carbodiimide; (III) amino groups 
reticulated with glutaraldehyde and hydroxyl with epichloride.  The chitosan 
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reticulated using the three procedures showed a good efficiency as a support for the 
immobilization of the peroxidase obtained from the scarlet eggplant.   
After the reticulation of the chitosan and the immobilization of the scarlet 
eggplant peroxidase, the biosensors (I), (II) and (III) were constructed.  The best 
biosensor response was obtained with a composition of 75:15:10 % (m/m) of 
graphite:Nujol:reticulated chitosan containing 1,500 units mL-1. The biosensors were 
optimized using square wave voltammetry and the best response was obtained for 
hydroquinone in 0.1 mol L-1 phosphate buffer solution (pH 7.0), 2.0x10-3 mol L-1 
hydrogen peroxide, a frequency of 100 Hz and a potential amplitude of 100 mV. 
These biosensors showed a linear relation between the cathodic peak current (cpc) 
and the concentration of hydroquinone in the range from  2.5x10-4  to 4.5x10-3 mol L-1, 
with a detection limit of 2.0x10-5 mol L-1 and good results for repeatability (r.s.d. ≤ 1.0 
%) and reproducibility (r.s.d. ≤ 3.2%).  The hydroquinone recovery values for the 
biosensors varied from 95.1 to 105% for biosensor (I), 97.8 to 101% for biosensor (II) 
and 98.8 to 103% for biossensor (III). The results obtained indicated that the 
proposed analytical procedures do not suffer interference from the sample matrix.  
The greatest sensitivity was observed for biosensor (III). This may be due to the 
effective formation of the polymer three-dimensional network between the chitosan, 
epichloride and glutaraldehyde, and besides the enzyme being bound to an aldehyde 
group of the glutaraldehyde, it may also be confined to the spaces formed between 
the bonds of the reticulation reagents and the chitosan.   
Biosensor (III) was selected for the rutin determination, showing 
characteristics favorable for the determination of this flavonoid in medicines.  The 
best biosensor performance was observed using a 0.1 mol L-1 phosphate buffer 
solution (pH 7.0), 2.0x10-3 mol L-1 hydrogen peroxide, a potential amplitude of  30 mV 
and a frequency of 25 Hz. The analytical curve was constructed from the cpc vs the 
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rutin concentration, obtaining a linear relation in the range from 3.4x10-7 to 1.2x10-6 
mol L-1 (cpc=30.7 + 4.9x107 [rutin]; r=0.9998) with a detection limit of 3.0x10-8 mol L-1.  
The rutin recovery varied from 96 to 102 % and the values obtained for the rutin in 
pharmaceutical formulations using the proposed biosensor are in agreement with the 
labeled rutin values and the values obtained using the official method, at a 
confidence level of 95%. In addition, it showed a high sensitivity, good reproducibility 
(r.s.d 2.5 %) and repeatability (r.s.d 0.9 %). The results indicate a good efficiency of 
biosensor (III) for the determination of hydroquinone and rutin.  However, the results 
differ in relation to the range of linearity and consequently in relation to the detection 
limit for each substrate.   
The biomimetic sensor containing a CuII binuclear complex, a polyphenol 
oxidase model, was successfully employed in the determination of hydroquinone in 
cosmetics, confirming that highly complex enzymatic systems may be satisfactorily 
replaced by simpler molecules.  The sensor showed a good reproducibility (r.s.d 2.8 
%), good repeatability (r.s.d 1 %) and a linear response for hydroquinone from 
6.0x10-5 to 2.5 x10-3 mol L-1 with a detection limit of 3.0x10-6 mol L-1. 
The biomimetic sensor developed with a FeIIFeIII complex showed a good 
response to the phenolic compounds: hydroquinone, catechol, dopamine, 
methyldopa, carbidopa, and L-dopa in the presence of hydrogen peroxide. This is 
similar to the catalytic activity of the proposed purple acid phosphate model with the 
enzyme peroxidase. The experimental conditions for the biomimetic sensor were 
evaluated using dopamine and its determination in medicines.  A linearity from  
5.0x10-5 to 6.5x10-3 mol L-1 and a detection limit of 1.0x10-6 mol L-1 were obtained 
showing good results in relation to reproducibility (r.s.d ≤ 6.1 %) and repeatability 
(r.s.d ≤ 2.6 %). 
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1. FUNDAMENTAÇÃO TEÓRICA 
1.1 HISTÓRICO E PROPRIEDADES DAS ENZIMAS 
 
A enzimologia, estudo das enzimas compreende grande parte da história da 
bioquímica que investigou durante séculos a fermentação e digestão dos alimentos. 
Em 1810, Joseph Gay-Lussac teve um avanço considerável nos estudos sobre a 
fermentação e determinou que os principais produtos da decomposição do açúcar 
por levedo são o etanol e o dióxido de carbono1.  
Em meados do século XIX, Louis Pasteur postulou que os fermentos eram 
inseparáveis da estrutura da célula viva e introduziu o conceito de que as enzimas 
eram células vivas. No entanto, Justus Liebig, argumentou que o processo biológico 
da fermentação era promovido pela ação de substâncias químicas. Em 1878, 
Fredrich Wilhelm Kuhne denominou estas moléculas de enzimas (Grego: en, in + 
zyme, yeast). Somente em 1897, Eduard Buchner descobriu que o extrato de 
levedura pode fermentar o açúcar em álcool, comprovando que a fermentação foi 
promovida por moléculas que mantém suas funções mesmo quando removidas das 
células vivas. Em 1926, James Summer cristalizou a primeira enzima, a urease, que 
catalisa a hidrólise da uréia em NH3 e CO21,2.  
As enzimas são biomoléculas complexas com alta massa molar, constituídas 
por longas cadeias de aminoácidos interligados através de ligações peptídicas. O 
centro ativo, local onde se processam as reações com o substrato é geralmente 
constituído por alguns resíduos de aminoácidos ou ainda dependendo do tipo de 
enzima pode conter um grupo não-protéico responsável pela eficiência catalítica. 
Algumas enzimas dependem somente da sua própria estrutura protéica (apoenzima) 
para exercer sua atividade, enquanto outras necessitam também de um ou mais 
componentes não-protéicos (cofatores), que podem ser íons metálicos ou moléculas 
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orgânicas denominadas de coenzimas. Muitas enzimas dependem de ambos. 
Outras possuem um grupo prostético que é similar ao cofator, mas está firmemente 
ligado à apoenzima. O complexo cataliticamente ativo enzima-cofator é denominado 
de haloenzima1,2. 
As enzimas desempenham a função de catalisar diversas reações biológicas 
e podem aumentar a velocidade de uma reação por um fator de 1014 quando 
comparada a uma reação não catalisada. Portanto, as enzimas apresentam um alto 
grau de especificidade por seus substratos, aceleram reações químicas específicas 
e a maioria atua em soluções aquosas e em condições brandas de temperatura e 
pH1-3.  
As enzimas são classificadas em grupos conforme a natureza das reações 
químicas que catalisam. De acordo com a União Internacional de Bioquímica e 
Biologia Molecular (IUBMB, em inglês) são divididas em seis grupos, listados na 
Tabela 11,4.  
 
Tabela 1. Classificação das enzimas de acordo com a IUBMB. 
Ordem  Classe Tipo de reação catalisada Subclasse 
1 Oxidoredutases Oxidação e redução Peroxidases, 
hidrogenases 
2 Transferases Transferência de grupos funcionais Transaldolases, 
trancetolases 




4 Liases Adição de grupos a duplas 
ligações/formação de duplas 
ligações pela remoção de grupos 
Descarboxilases, 
dehidratases 
5 Isomerases Isomerização do substrato Racemases 





A atividade enzimática das peroxidases foi observada pela primeira vez em 
1855 por Schöenbein, ao notar que extrato de plantas em soluções de guaiacol 
causava o aparecimento da cor azul na presença de peróxido de hidrogênio. 
Linossier em 1898 isolou esta enzima do tecido de raiz forte (HRP, do inglês 
Horseradish peroxidase) e denominou-a de peroxidase. No entanto, as 
investigações fundamentais sobre a estrutura química, cinética e mecanismo destas 
enzimas foram detalhadamente estudadas por diversos pesquisadores a partir de 
19205-11.  
As peroxidases são vastamente distribuídas no reino animal e vegetal. A 
peroxidase extraída da raiz forte é a principal representante dessa classe de 
enzimas, sendo a mais estudada e de maior importância comercial. No entanto, 
estudos relacionados à extração, purificação, identificação e propriedades catalíticas 
das peroxidases tem sido investigados em diversos vegetais, tais como: pêssego, 
tomate, soja, rabanete, abobrinha, nabo, aspargo, uva, ervilha, casca de maçã, kiwi, 
manga, morango, couve de bruxelas, laranja, carambola, chicória, açaí, abacaxi, 
entre outros11-23. A Figura 1 mostra a estrutura tridimensional da peroxidase da raiz 
forte e seu respectivo sítio ativo.  
As peroxidases (E.C. 1.11.1.7) pertencem a classe das oxiredutases e 
possuem no sítio ativo um grupo Fe3+ protoporfirínico, catalisa reações de oxidação 
de vários substratos doadores de prótons, como: monofenóis, difenóis, polifenóis e 






Figura 1. (A) Estrutura tridimensional da enzima peroxidase e (B) sítio ativo. 
 
Um esquema simplificado na Figura 2 mostra o mecanismo de reação da 
peroxidase em presença de peróxido de hidrogênio e o substrato doador de elétrons 
(S). Na primeira etapa (a) ocorre a transferência de dois elétrons, referente à 
oxidação do grupo prostético Fe3+ da enzima nativa pelo peróxido de hidrogênio, 
gerando o composto I, que consiste no ferro oxiferrila (Fe4+= O) e o radical 
protoporfirina (R+).  A etapa (b) consiste na oxidação de uma molécula do substrato 
(Sred) com conseqüente formação do substrato oxidado (Sox) e geração do composto 
II (Fe4+=O). Na última etapa do processo (c), a enzima reage com uma segunda 




































Figura 2. Ciclo catalítico da enzima peroxidase (HRP), R+ = radical protoporfirina, 
S = substrato doador de elétrons (red = reduzido, ox = oxidado).  
 
As peroxidases são empregadas na indústria devido as suas propriedades 
catalíticas, versatilidade de reconhecer diversos substratos e a termoestabilidade. 
Apresentam aplicações na área de síntese orgânica, remoção de compostos 
fenólicos em resíduos industriais, construção e aplicação de biossensores, 
imunoensaios enzimáticos, entre outros24-27. 
 
1.1.2 Polifenol oxidase (PFO) 
 
A polifenol oxidase, (PFO: E.C.1.14.18.1) também denominada de tirosinase, 
catecolase ou catecol oxidase, pertence a classe das oxidoredutases. Em presença 
de oxigênio molecular catalisa a oxidação de monofenóis e difenóis as 
Composto I















correspondentes quinonas e pode ser encontrada em bactérias, fungos, plantas, 
frutos e em alguns insetos e crustáceos10,28-30. A atividade enzimática obtida de 
vegetais varia em relação a espécie, período do ano, estado de amadurecimento e 
local de plantio. Está presente em altas concentrações em cogumelos, batata, 
pêssego, banana, manga, abacate, folhas de chá e café. Nos tecidos vegetais, esta 
enzima localiza-se nos cloroplastos e é responsável pelo escurecimento de uma 
variedade de frutas e legumes quando cortados e expostos ao ar. Este 
escurecimento é causado pela oxidação de compostos fenólicos naturais as 
correspondentes o-quinonas em presença de oxigênio atmosférico e a PFO10.  
O sítio ativo da PFO consiste em dois centros metálicos de cobre, na forma 
oxidada e encontra-se como Cu(II)-OH-Cu(II), em que cada cobre está coordenado 
por três átomos de nitrogênio, resíduos de histidinas e um grupo hidróxido fazendo 
ponte entre os dois centros metálicos.  A estrutura da PFO foi obtida pela primeira 
vez em 1998, por cristalografia de raios-X, a partir da batata doce (Ipomoea 














Figura 3. (A) Estrutura da enzima polifenol oxidase da batata doce31 e (B) sítio ativo.  
 
 
A Figura 4 mostra um mecanismo simplificado dessa enzima em presença de 
catecol e oxigênio molecular. O ciclo catalítico se inicia na forma met, onde o 
substrato liga-se após a desprotonação de um de seus grupos hidroxilas de forma 
monodentada ao átomo de Cu(II). Este processo é seguido pela oxidação do 
substrato com formação da primeira quinona e a conseqüente forma reduzida da 
enzima. A incorporação de oxigênio molecular gera o estado oxy da enzima a qual 
reage com a segunda molécula de substrato que se coordena após a desprotonação 
de uma de suas hidroxilas. A oxidação do difenol a quinona regenera o estado met 




























































































1.1.3 Fosfatases ácidas púrpuras 
 
As fosfatases ácidas púrpuras (PAPs) são metaloproteínas binucleares que 
catalisam a hidrólise de ésteres de fosfato numa faixa ótima de pH entre 2 a 7. 
Apresentam coloração púrpura característica, o que faz com que sejam conhecidas 
genericamente como fosfatases ácidas púrpuras. Estas enzimas têm sido isoladas 
de diversos tecidos animais e vegetais. Entre as fontes animais, podem-se citar as 
enzimas isoladas do baço bovino e do fluído uterino suíno (uteroferrina). Da classe 
das plantas, uma das fosfatases mais estudadas é a isolada do feijão vermelho e da 
batata doce. As fosfatases ácidas isoladas de bactérias são as menos conhecidas, 
tendo sido isoladas da Aspergillus ficcum e Neurospora crasa. As PAPs, sejam de 
fontes vegetais ou animais, possuem centros metálicos binucleares quimicamente 
idênticos no que diz respeito à esfera de coordenação dos metais. As PAPs 
encontradas em mamíferos podem apresentar-se em dois estados de oxidação: 
estado oxidado (FeIIIFeIII) e reduzida e/ou de valência mista (FeIIIFeII). O estado na 
forma oxidada é inativa para a hidrólise de ésteres fosfato e a forma reduzida é 
ativa32-35. Uma representação esquemática da forma reduzida (FeIIIMII) do sítio ativo 






















MII = Zn  (feijão vermelho)
   Mn (batata doce)
   Fe  (mamíferos)
 
Figura 5. Representação esquemática da forma reduzida FeIIIMII, do sítio ativo das 
fosfatases ácidas púrpuras extraídas de fontes animais e vegetais. 
 
Os complexos binucleres de ferro tem atraído atenção de diversos 
pesquisadores da área de química bioinorgânica, devido a sua ocorrência em vários 
organismos e seu envolvimento em diversas funções biológicas. Tem sido sugerido 
que estas enzimas além de atuar na hidrólise de ésteres fosfato, atuam também na 
degradação das células dos eritrócitos, no transporte de ferro em fetos, no controle 
de reabsorção óssea por parte dos osteoclastos, na produção de hidroxi-radicais e 







1.2 IMOBILIZAÇÃO DE ENZIMAS 
 
São indiscutíveis as vantagens da utilização de enzimas em diversas reações 
catalíticas. No entanto, existe uma diversidade de problemas quando essas enzimas 
são empregadas na prática para interesse industrial e na pesquisa científica. Estas 
dificuldades têm sido amenizadas com o desenvolvimento de novas técnicas de 
imobilização. No processo de imobilização de enzimas, o material biológico é fixado 
(aprisionado) em um suporte resultando na insolubilização da enzima em meio 
aquoso43-49. Após a imobilização, as enzimas apresentam diversas vantagens em 



















Diminui o tempo:  
Baixa estabilidade 
Não reutilizada 





Aumenta o tempo:  armazenamento 
uso 
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As características apresentadas pelas enzimas depois de imobilizadas 
dependem principalmente da escolha apropriada do suporte e dos reagentes 
utilizados no processo de imobilização, visando manter a integridade do sítio ativo 
da enzima43-49. Existem vários métodos que utilizam diferentes suportes e agentes 
reticulantes ou ativadores para imobilização de enzimas. A imobilização pode 
ocorrer através da adsorção ou ligação da enzima em um material insolúvel, pelo 
uso de um reagente multifuncional através das ligações cruzadas, confinamento em 




1.2.1 Imobilização por adsorção 
  
A adsorção apresenta como vantagem a simplicidade e por isso é um dos 
métodos mais utilizados. A enzima é imobilizada num suporte sólido por interações 
de van der Waals, ligações de hidrogênio fracas e iônicas. Para que a imobilização 
da enzima seja eficiente o suporte deve apresentar algumas características, tais 
como: força mecânica, estabilidade química e física, capacidade de adsorção da 
enzima e viabilidade econômica. Uma das principais desvantagens deste método é a 
dessorção da proteína do suporte. Os materiais comumente utilizados para 
imobilização por adsorção possuem superfície ativa (grafite, argila, alumina, resina 
de troca iônica, entre outros)43-54. 
 
1.2.2 Formação de ligação covalente ou ligação covalente cruzada 
 
Esses métodos de imobilização são muito utilizados por apresentar como 
vantagem a forte ligação da proteína com o suporte sólido, diminuindo o processo de 
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dessorção da enzima do suporte e apresentando maior estabilidade em relação aos 
efeitos de variação de pH, da força iônica e do solvente. No entanto, estes métodos 
de imobilização podem causar a perda da atividade enzimática devido à 
possibilidade de reação com os grupos funcionais do sítio ativo da enzima43-54.  
 
1.2.2.1 Procedimento envolvendo ligação covalente 
 Baseia-se na imobilização da enzima por ligação covalente de grupos 
funcionais não ativos da enzima com grupos reativos (hidroxila, carbonila, amino, 
fenólico, imidazólico, tiol) do suporte sólido que incluem polímeros (colágeno, amido 
celulose, agar-agar) e materiais inorgânicos (óxidos metálicos, pérolas de vidro com 
porosidade controlada)43-54.  
 
1.2.2.2 Procedimento envolvendo ligação covalente cruzada 
Baseia-se na formação de ligações covalentes cruzadas entre as moléculas 
das enzimas e os grupos funcionais do suporte inerte com a utilização de reagentes 
funcionais. Alguns reagentes reticulantes e ativadores incluem glutaraldeído, 
diazobenzidina, carbodiimida, ácido bisdiazobenzidínico, triclorotriazina, sendo que o 
reagente mais empregado é o glutaraldeído, pois confere a enzima uma boa 
estabilidade. Os suportes mais utilizados incluem polímeros naturais, sintéticos e 
materiais inorgânicos43-54. 
 
1.2.3 Enzimas imobilizadas por oclusão (encapsulação) 
 
1.2.3.1 Método da oclusão em matriz polimérica 
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Este método envolve o confinamento da enzima nos espaços formados entre 
as ligações covalentes cruzadas de um polímero insolúvel não sofrendo nenhuma 
modificação na estrutura da enzima43-54.  
1.2.3.2 Método de oclusão em cápsulas  
O método se baseia no confinamento da enzima em microcápsulas, em que a 
enzima não interage quimicamente com o suporte, permanecendo praticamente 
recoberta pelo sistema (esferas), mantendo facilmente a atividade enzimática. O 
método por oclusão possui a vantagem de imobilizar várias enzimas em uma só 
etapa e tem como principal desvantagem a diminuição da atividade enzimática 
durante a utilização, devido à perda de enzimas pelos poros maiores43-55.  
 
1.2.4 Quitosana - suporte usado para a imobilização da peroxidase 
 
A quitina, β(1-4)-2-acetamido-2-deoxi-D-glicose, é o segundo polissacarídeo 
natural mais abundante encontrado na natureza e está presente em uma variedade 
de animais marinhos (caranguejo, camarão, lagosta), insetos, e alguns fungos como 
aspergillus e mucor. A quitosana, constituída predominantemente de unidade de β(1-
4)-2-amino-2-deoxi-D-glicose, é obtida a partir da desacetilação da quitina por 
processo de hidrólise básica53,56-58. É considerada uma base fraca, sendo insolúvel 
em água e solventes orgânicos, no entanto, é solúvel em soluções ácidas diluídas 
(pH < 6,5). Precipita em soluções alcalinas ou com poliânions e forma um gel em pH 
baixo.  Possui um grupo amino primário e dois grupos hidroxila livres para cada 
unidade C6, como mostra a Figura 7, sendo que a quantidade de grupos amino 



















Figura 7. Estrutura química da quitosana. 
 
Propriedades tais como biodegradabilidade, baixa toxicidade e boa 
biocompatibilidade tornam este polímero favorável para uso na medicina, em 
produtos farmacêuticos, na agricultura, em biotecnologia, na indústria de alimentos, 
e tratamento de efluentes industriais56-58.  
A quitosana também é considerada um suporte ideal para a imobilização de 
enzimas, devido ao grande percentual de grupos amino e hidroxila disponíveis em 
sua estrutura química. Diversos pesquisadores vêm empregando com sucesso esse 
biopolímero para imobilização de enzimas. Delanoy e outros59 estudaram a 
estabilidade e a atividade da lacase imobilizada em quitosana e comprovaram que a 
enzima apresentou estabilidade superior quando comparada com a lacase-livre. 
Microesferas, filmes, pó ou ainda membranas de quitosana também tem sido 
empregada com sucesso na imobilização de diversas enzimas, como: creatinase 
deaminase60, galactose oxidase61, glicose oxidase62, glutamato oxidase63, 
peroxidase63-65, lactato oxidase66 e sulfito oxidase67,68. 
Recentemente, Feng e outros69 imobilizaram hemiproteínas (mioglobina, 
hemoglobina e citocromo c) via adsorção em filme de quitosana estabilizada por 
nanopartículas de ouro. Os resultados mostraram que o filme quitosana/ouro 
depositado em eletrodo de ouro, não somente é um ambiente adequado para 
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imobilização das proteínas como também facilita a transferência de elétrons entre as 
proteínas e o eletrodo. O eletrodo foi utilizado na determinação de peróxido de 
hidrogênio e apresentou estabilidade durante 3 meses e boa reprodutibilidade. 
Luo e outros70 depositaram eletroquimicamente filme de quitosana na 
superfície de um eletrodo de ouro, em seguida nanopartículas de ouro e 
posteriormente a enzima peroxidase (HRP) foi adsorvida na superfície do filme. O 
eletrodo apresentou linearidade de 8,0x10-6 a 1,2x10-4 mol L-1 para a determinação 
de H2O2, com limite de detecção de 2,4x10-6 mol L-1.  
 
1.2.4.1 Reticulação da quitosana 
 
A reticulação química de um polímero pode ser requerida a partir de 
compostos de baixa massa molar que promovem a interligação das cadeias 
poliméricas, formando uma rede de estrutura tridimensional71. 
A quitosana possui grupos funcionais (OH e NH2) que podem ser modificados 
quimicamente a partir de ligações intermoleculares e/ou ligações cruzadas formadas 
entre o agente reticulante e o polímero. Essas modificações aumentam a resistência 
mecânica, a estabilidade, à resistência contra a degradação bioquímica e 
microbiológica e ainda, diminui a solubilidade na maior parte dos ácidos orgânicos e 
minerais72-75.  
A reticulação da quitosana pode ser realizada usando diversos agentes 
reticulantes, tais como, o glutaraldeído, 1,1,3,3-tetrametoxipropano, etileno glicol, 
D,L gliceraldeído, diglicidil éter, epicloridrina, clorometiloxirano, carbodiimida, ácido 
bisdiazobenzidínico, triclorotriazina, entre outros74,76.  No entanto, os aldeídos são os 
mais utilizados especialmente o glutaraldeído77-80. Este agente de reticulação pode 
ser usado para inibir a solubilização através da formação da base de Schiff com os 
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grupos aminos livres da unidade glucosamina do polímero81-83. O inconveniente 
encontrado na utilização deste reticulante é a toxicidade84,85. O D,L-gliceraldeído e 
genipin tem sido apontado como alternativa devido a sua baixa toxicidade86. 
Reagentes como a epicloridrina e a carbodiimida tem sido utilizada com sucesso na 
reticulação dos grupos hidroxila da quitosana74,83,87.  
 
1.3 BIOSSENSORES E SENSORES BIOMIMÉTICOS 
1.3.1 Biossensores 
 
Biossensor é um dispositivo que transforma a informação biológica em um 
sinal analítico proporcional à concentração do analito na amostra. Quando o 
elemento de reconhecimento é de natureza sintética (análogos sintéticos de enzimas 
e polímeros sintéticos), estes sensores podem ser denominados de sensores 
biomiméticos e/ou quimiosensores. O material biológico utilizado na construção de 
biossensores é muito variado, incluindo enzimas, antígenos, anticorpos, DNA, 
organelas, tecidos vegetais como fontes enzimáticas, entre outros43,44,49.  
A escolha do material biológico mais adequado para cada sistema depende 
das propriedades de cada amostra e do tipo de grandeza física a ser detectada pelo 
transdutor43,44,49. Os transdutores são classificados conforme a grandeza física que 
detectam, subdivididos em dois grupos principais: eletroquímicos e 
eletromagnéticos. A Figura 8 mostra o esquema dos transdutores e as respectivas 
grandezas físicas que cada transdutor é capaz de detectar. Entre os transdutores 
apresentados, os eletroquímicos são os mais utilizados e a maioria dos 
biossensores desenvolvidos são amperométricos e potenciométricos. Os 
biossensores potenciométricos baseiam-se na combinação do sensor íon-seletivo 
com um tecido vegetal (fonte enzimática) gerando sensibilidade e seletividade. Além 
18 
destas vantagens apresentam baixo custo, simplicidade de instrumentação e 
construção, entre outras. Na construção de biossensores amperométricos 
geralmente são utilizadas enzimas da classe das oxiredutases, que empregam 
peróxido hidrogênio como aceptor de elétrons. Pois estes biossensores são capazes 
de monitorar reações de oxidação/redução e o sinal elétrico gerado é proporcional a 
concentração do analito.  Os biossensores amperométricos apresentam diversas 





Figura 8. Esquema dos transdutores mais utilizados e a grandeza física que cada 
transdutor detecta. 
 
As etapas de funcionamento do biossensor baseiam-se na interação seletiva 
















superfície do sensor. Posteriormente, ocorre a detecção, por parte do transdutor, 
devido à variação de alguma propriedade física ou química do sistema, provocada 
pela reação de reconhecimento seletivo e finalmente o processamento do sinal e 
obtenção dos resultados43,44,49,90.  
O uso do material biológico adequado na construção de biossensores para 
um determinado analito de interesse, resulta em sensores altamente seletivos e 
sensíveis e pode apresentar diversas vantagens em relação aos eletrodos 
convencionais, tais como: aumento da sensibilidade, seletividade e estabilidade, 
diminuição do limite de detecção do procedimento, baixo custo e facilidade na 
construção, resposta rápida, potencial para miniaturização e construção de 
equipamentos simples e portáteis43,44,49,52,54,88,90.  
 O eletrodo de pasta de carbono proposto por Adams em 1958, foi construído 
na tentativa de obter um eletrodo de carbono renovável para ser utilizado em uma 
ampla faixa de potenciais positivos, em que o eletrodo de mercúrio não é aplicável 
devido à sua oxidação. Desde então, é uma ferramenta muito empregada na 
construção de biossensores. É composto de pó de grafite e de um aglutinante 
imiscível em solução aquosa91. O pó de grafite deve possuir tamanho uniforme, alta 
pureza química e baixa capacidade de adsorção de impurezas. O aglutinante é 
geralmente um líquido orgânico quimicamente inerte, de baixa volatilidade, livre de 
impurezas, eletroinativo. Esse eletrodo oferece versatilidade, baixo custo, baixa 
corrente de fundo, modificação conveniente e facilidade de renovação da superfície, 
ampla faixa de potencial de trabalho, facilidade de construção e possibilita a 
modificação interna do material eletródico, diferentemente do que ocorre com os 
eletrodos convencionais, em que a modificação ocorre apenas na superfície92-94. 
Pereira e Kubota95 aperfeiçoaram um eletrodo de pasta de carbono contendo 
riboflavina imobilizada em sílica modificada com óxido de nióbio, em que um 
20 
planejamento fatorial foi aplicado para averiguar e otimizar a preparação deste 
eletrodo. Foi possível concluir que o fator proporção e a interação proporção/mistura 
são estatisticamente significativos e a melhor proporção foi definida como: 60/40 (% 
m/m) de modificador/pó grafite e posterior adição do aglutinante (óleo mineral).  
 
1.3.2 Extrato de vegetais (homogenato) – Fonte enzimática 
 
O uso de tecidos e extrato de vegetais, como fonte de enzimas na construção 
de biossensores, tem se tornado freqüente devido à simplicidade e à facilidade de 
obtenção da enzima, baixo custo do processo e alta atividade enzimática. A enzima 
é mantida no seu ambiente natural resultando em maior estabilidade e tempo de 
vida superior àqueles métodos que utilizam enzimas purificadas. Além da 
simplicidade e facilidade na construção do biossensor empregando estas enzimas, 
existe também a vantagem dos cofatores naturais presentes nos vegetais, não 
necessitando adicioná-los durante a imobilização da enzima52,96-104. No entanto, uma 
desvantagem ao empregar tecido e extrato de vegetais como fonte enzimática na 
construção de biossensores pode muitas vezes causar uma diminuição da 
seletividade quando comparados com biossensores que empregam enzimas 
purificadas, devido a presença de uma multiplicidade de enzimas88.  
O primeiro trabalho analítico usando extrato de tecidos vegetais foi 
desenvolvido por Uchiyama e colaboradores, publicado em 1988. Esses autores 
utilizaram extrato de pepino (fonte da enzima ascorbato oxidase) em um sistema de 
análise por injeção em fluxo para determinação de ácido ascórbico105.  
Em 1994, Signori e Fatibello-Filho106 desenvolveram o primeiro biossensor 
amperométrico utilizando extrato bruto de inhame (Alocasia macrohiza) como fonte 
enzimática da polifenol oxidase. A enzima foi imobilizada com glutaraldeído em uma 
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membrana de acetato de celulose e afixada em um eletodo de oxigênio e 
posteriormente otimizado e empregado na determinação de compostos fenólicos em 
águas resisuárias indústrias. O biossensor apresentou uma resposta linear para 
pirogalol, catecol, fenol e p-cresol nas faixas de concentrações de 2,5x10-5 a 8,0x10-
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 mol L-1; 1,0x10-5 a 8,5x10-5 mol L-1; 1,0x10-5 a 9,0x10-5 mol L-1 e 1,0x10-5 a 1,0x10-4 
mol L-1, respectivamente. O biossensor foi estável durante duas semanas com 
aproximadamente 300 determinações por membrana.  
Oliveira e outros65 construíram um biossensor de pasta de carbono, 
imobilizando a peroxidase obtida do gengibre (Zingiber officinalis Rosc.) em matriz 
de quitosana previamente reticulada com glutaraldeído para determinação de 
hidroquinona em água obtida de processo de revelação fotográfica. O biossensor 
apresentou linearidade para hidroquinona de 2,5x10-4 a 2,4x10-3 mol L-1 com limite 
de detecção de 2,5x10-6 mol L-1. 
Lupetti e outros96 desenvolveram um biossensor de pasta de carbono usando 
extrato enzimático de abobrinha (Cucurbita pepo) para determinação de dopamina 
em formulações farmacêuticas. O eletrodo enzimático apresentou um limite de 
detecção de 2,6 x10-5 mol L-1 e linearidade de 5,0 x10-4 a 3,0 x10-3 mol L-1. 
Recentemente, Oliveira e Vieira97 utilizaram a quitosana como suporte sólido 
e imobilizaram a enzima peroxidase de jiló (Solanum gilo) e construíram 
biossensores de pasta de carbono para determinação de hidroquinona. A peroxidase 
foi imobilizada na quitosana por três procedimentos: adsorção, grupos hidroxila 
ativados com carbodiimida, grupos hidroxila ativados com carbodiimida e grupos 
amino reticulados com glutaraldeído. O biossensor apresentou melhor desempenho 
com a quitosana ativada e reticulada com carbodiimida/glutaraldeído, apresentando 
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uma linearidade para hidroquinona de 2,5x10-4 a 5,5x10-3 mol L-1 com limite de 
detecção de 2,0x10-5 mol L-1. 
Vieira e Fatibello-Filho98 desenvolveram um biossensor de grafite/parafina 
modificado com tecido de batata doce (Ipomoea batatas (L.) Lam.) como fonte da 
enzima peroxidase. Alguns parâmetros foram estudados em meio não aquoso para 
obtenção da melhor resposta do biossensor e posterior aplicação na determinação 
de hidroquinona em cosméticos. O biossensor apresentou resposta linear para 
hidroquinona de 7,5x10-5 a 1,6x10-3 mol L-1 e limite de detecção de 8,2x10-6 mol L-1. 
Fatibello-Filho e colaboradores99 utilizaram abacate (Persea americana) como 
fonte da enzima polifenol oxidase na construção de biossensor de pasta de carbono 
para determinação cronoamperométrica de paracetamol em formulações 
farmacêuticas. O biossensor apresentou uma faixa linear de 1,2x10−4 a 5,8x10−3 mol 
L−1 de paracetamol com limite de detecção de 8,8x10−5 mol L−1. 
Leite e colaboradores101 desenvolveram um biossensor de pasta de carbono 
usando a enzima lacase (pleurofus ostreatus) e a peroxidase de abobrinha 
(Cucurbita pepo). Após otimização do eletrodo bi-enzimático, foi avaliado o efeito 
sinérgico das duas enzimas sobre a resposta do biossensor para várias 
catecolaminas e o resultado comparado com o estudo espectrofotométrico.  
Vieira e colaboradores103 desenvolveram um biossensor de pasta de carbono 
modificado com extrato de abobrinha (Cucurbita pepo) fonte de enzima peroxidase e 
grafite contendo paládio, para determinação de hidroquinona em água obtida de 
processo de revelação fotográfica. O biossensor apresentou uma linearidade de 
6,2x10−5 a 8,9x10−3 mol L−1 com limite de detecção de 8,3x10-6 mol L−1.  
Recentemente104, extrato de jiló (Solanum gilo) foi utilizado como fonte da 
enzima peroxidase. A enzima foi imobilizada em matriz de quitosana previamente 
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reticulada com epicloridrina/glutaraldeído e incorporada a pasta de carbono. O 
biossensor apresentou linearidade para de rutina de 3,4x10-7 a 7,2 x10-6 mol L-1 com 
limite de detecção de 7,2x10-8 mol L-1. 
Caruso e colaboradores107 desenvolveram um biossensor de pasta de 
carbono usando extrato de cara (Dioscorea bulbifera), sensível a catecol, dopamina 
e adrenalina.  
Leite e colaboradores108 construíram e otimizaram um biossensor 
empregando lacase (Pleurotus ostreatus). O biossensor proposto foi empregado na 
determinação de adrenalina e dopamina em formulações farmacêuticas, obtendo-se 
uma linearidade 6,0x10-5 a 7,0x10-4 mol L-1 para adrenalina e 7,0x10-5 a 4,0x10-4 mol 
L-1 para dopamina, com limites de detecção de 7,9x10-6 mol L-1 e 9,8x10-6 mol L-1, 
respectivamente.  
Fatibello-Filho e Vieira109 desenvolveram um biossensor de pasta de 
carbono/ácido esteárico modificado com tecido de batata doce (Ipomoea batatas (L.) 
Lam.) para determinação de hidroquinona em meio não aquoso. Vários parâmetros 
foram estudados para a obtenção da melhor resposta do biossensor, obtendo-se 
uma linearidade de 6,2x10–5 a 1,5x10–3 mol L–1 de hidroquinona e limite de detecção 
de 8,5x10–6 mol L–1.  
Vieira e colaboradores110 estudaram a atividade enzimática e o tempo de 
armazenamento da peroxidase obtida do extrato de diversos vegetais.  A peroxidase 
obtida da abobrinha (Cucurbita pepo) apresentou maior atividade enzimática e maior 
estabilidade, sendo selecionado este vegetal para a construção de biossensor de 
pasta de carbono para determinação de paracetamol em produtos farmacêuticos. O 
biossensor apresentou uma linearidade para paracetamol de 1,2x10-4 a 2,5x10-3 mol 
L-1 e limite de detecção de 6,9x10-5 mol L-1. 
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1.3.3 Biossensores e nanotecnologia 
 
Nanopartículas vêm sendo amplamente utilizadas na adsorção de 
biomoléculas devido a grande área superficial e por facilitar a transferência de 
elétrons do material biológico para a superfície do eletrodo, resultando no bom 
desempenho do sensor. Ren e outros111 imobilizaram a peroxidase (HRP) sobre um 
eletrodo de ouro modificado com nanopartículas de prata. As nanopartículas de 
prata foram imobilizadas em cisteamina sobre o eletrodo de ouro e posteriormente a 
enzima foi adsorvida na superfície das nanopartículas. O biossensor apresentou 
uma faixa linear de 3,3x10-6 a 9,4x10-3 mol L-1 de peróxido de hidrogênio
 
e limite de 
detecção de 0,78x10-6 mol L-1.  
Yao e outros112 prepararam um nanocompósito de sílica/azul de metileno, 
material usado como mediador de elétrons na construção do biossensor contendo 
peroxidase (HRP) co-imobilizada em matriz de gelatina reticulada com formaldeído. 
A gelatina contendo o nanocompósito e a enzima foi depositada na superfície de um 
eletrodo de carbono vítreo e utilizada na determinação de H2O2. O biossensor 
apresentou rápida resposta amperométrica e boa estabilidade na determinação de 
H2O2, em uma faixa linear de 1,0x10-5 a 1,2x10-3 mol L-1 com limite de detecção de 
4,0x10-6 mol L-1.  
Yuan e outros113 construíram um biossensor baseado na imobilização da 
peroxidase (HRP) em polivinil butiral (PVB-polímero usado na blindagem de vidros) e 
nanopartículas de prata. Este material foi depositado na superfície de um eletrodo de 
platina e apresentou linearidade na faixa de concentração de 1,0x10-5 a 1,0x10-2 mol 
L-1 para H2O2 com limite de detecção de 2,0x10-6 mol L-1.  
Di e outros114 desenvolveram um biossensor com nanopartículas de ouro e a 
enzima peroxidase (HRP) foi imobilizada em sílica-gel sobre eletrodo de ouro em 
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presença de cisteína. O biossensor apresentou uma excelente resposta catalítica 
para redução de H2O2 na ausência de mediador de elétrons apresentando 
linearidade de 1,6x10-6 a 3,2x10-3 mol L-1 e limite de detecção de 5,0x10-7 mol L-1 
para H2O2.  
Xu e outros115 utilizaram uma solução de sílica-gel contendo nanopartículas 
de prata, mediador azul de metileno, enzima peroxidase (HRP) e depositaram este 
material na superfície de um eletrodo de carbono. O biossensor apresentou uma 
faixa linear de 1,0x10-6 a 1,0x10-3 mol L-1 para H2O2 com limite de detecção de 
4,0x10-7 mol L-1.  
Liu e outros116 imobilizaram a peroxidase (HRP) em um compósito 
inorgânico/orgânico (nanopartículas de ZnO/quitosana) para construção de um 
biossensor sensível a H2O2. O biossensor apresentou alta reprodutibilidade e 
estabilidade e resposta linear no intervalo de concentração de 1,0x10-5 a 1,8x10-3 
mol L-1 H2O2 com limite de detecção de 2,0x10-6 mol L-1.  
Yang e Zhu117 desenvolveram um biossensor para determinação de glicose, 
usando a enzima glicose oxidase adsorvida em nanopartículas de SiO2. O 
biossensor desenvolvido apresentou uma linearidade de 5,0x10-6 a 2,5x10-3 mol L-1 
de glicose em tampão fosfato pH 7,2 e limite de detecção de 3,0x10-7 mol L-1. 
Nanotubos possuem excelente condutividade elétrica, resistência mecânica e 
ao mesmo tempo, flexibilidade e elasticidade. São características que os credenciam 
a uma infinidade de aplicações importantes em ciência e tecnologia. Desde 1996, 
tem sido utilizado na construção de sensores e apresentam velocidade de reação, 
reversibilidade e limite de detecção superior aos eletrodos de pasta de carbono 
convencionais118-120. Além disso, o uso de nanotubos de carbono pode diminuir a 
sobrevoltagem de substâncias redox, é considerado um excelente suporte para 
imobilização de enzimas devido a grande área superficial, mantém a atividade 
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catalítica da enzima durante mais tempo e promove a transferência direta de 
elétrons da enzima para a superfície do eletrodo121-123. Recentemente, Li e outros122, 
desenvolveram um biossensor para o monitoramento de colesterol no sangue. A 
construção do sensor combinou as enzimas colesterol esterase, colesterol oxidase e 
peroxidase, ferrocianeto de potássio e nanotubos de carbono imobilizados sobre 
eletrodo de pasta de carbono. O biossensor apresentou uma linearidade de 100 a 
400 mg dL-1 para colesterol e ótima correlação entre os dados obtidos pelos 
métodos empregados em laboratórios clínicos.  Apresentou facilidade na construção 
do biossensor, estabilidade e rapidez no monitoramento de colesterol em sangue. 
Jia e outros123 desenvolveram um biossensor com a enzima glicose oxidase 
adsorvida na superfície de nanotubos de carbono modificados com átomos de 
nitrogênio. Os resultados obtidos sugerem que os nanotubos de carbono 
modificados com átomos de nitrogênio não somente facilitam a transferência de 
elétrons entre a enzima e o eletrodo como também ajudam a manter a atividade 
catalítica. 
 
1.3.4 Quimíca biomimética de enzimas artificiais 
 
As enzimas são estruturas complexas encontradas em organismos vivos, 
que possuem grupos catalíticos e muitas vezes necessitam de cofatores 
específicos ou coenzimas para desempenhar a catálise bioquímica. Esta catálise 
enzimática altamente efetiva e específica tem incentivado diversos pesquisadores 
a buscar sintetizar modelos e análogos sintéticos que mimetizam o sítio ativo de 
enzimas. Cabe ressaltar que a idéia do uso de enzimas artificiais e sensores 
biomiméticos não está somente relacionada em mimetizar a estrutura de enzimas 
naturais, mas também com compostos capazes de realizar catálises de algum tipo 
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de reação. Portanto, parte da química biomimética baseia-se na síntese de 
compostos modelo e a partir das informações sobre propriedades físico-químicas e 
estruturais do sítio catalítico da enzima natural, inicia-se o processo do 
desenvolvimento de compostos orgânicos (ligantes) com funções químicas 
semelhantes aos resíduos de aminoácidos presentes no sítio catalítico da enzima 
natural. A comparação das propriedades estruturais, físico-químicas e catalíticas 
dos compostos de coordenação sintéticos com as metaloenzimas de interesse, 
permite caracterizar um bom modelo sintético para uma determinada enzima. As 
metaloenzimas possuem em sua estrutura química íons metálicos, mais 
comumentemente íons de transição, tais como: Fe2+, Fe3+, Cu2+, Zn2+, Mn2+ e Co2+, 
que geralmente participam dos processos catalíticos. O centro ativo das 
metaloenzimas pode ser homonuclear, binuclear e heteronuclear e geralmente 
apresentam uma ou mais pontes do tipo oxo, hidroxo, carboxilato ou imidazólico 
ligando os metais124. 
Neves e colaboradores125-128 sintetizam e caracterizam compostos de baixa 
massa molar, que modelam características estruturais e/ou funcionais de vários 
sistemas biológicos. Estudaram as propriedades estruturais, eletroquímicas, 
espectroscópicas e a reatividade desses compostos, buscando correlacioná-los 
àquelas apresentadas pelas enzimas naturais. Estes compostos podem ser 
utilizados na construção de sensores altamente sensíveis e estáveis para o 
monitoramento de diversos compostos.  
 
1.3.4.1 Sensores biomiméticos 
 
Sensores biomiméticos ou ainda enzymeless biosensors, baseiam-se no uso 
de análogos sintéticos de enzimas naturais na construção de sensores que fazem 
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parte da terceira geração de sensores, nos quais possivelmente ocorra uma 
transferência direta de elétrons do sítio ativo da enzima para a superfície do 
eletrodo, sem a necessidade de compostos mediadores de elétrons129.  
O desenvolvimento de sensores biomiméticos pode ser considerado como 
um campo de pesquisa relativamente novo, desta forma a literatura a respeito é 
incipiente. Entretanto, os poucos trabalhos relatados na literatura, procuram 
demonstrar que sintetizando e caracterizando adequadamente compostos 
inorgânicos simples e/ou complexos de metais de transição são capazes de 
catalizar substratos de forma semelhante à enzima correspondente, possibilitando 
desta forma a construção de sensores biomiméticos com alta seletividade e 
sensibilidade.  
Lotzbeyer e colaboradores130,131 desenvolveram biossensores utilizando 
enzimas sem a camada protetora de proteínas ao redor do sítio ativo e obtiveram 
uma tranferência eficiente de elétrons sem perder a seletividade e ao mesmo 
tempo aumentando a sensibilidade dos sensores. Inicialmente compararam a 
enzima HRP (horseradish peroxidase) com a mini-enzima MP-11 (micro peroxidase 
11), concluíram que a imobilização de mini-enzimas pode aumentar a concentração 
de sítios ativos na superfície do eletrodo, permitindo uma aproximação maior do 
sítio ativo da enzima para o eletrodo promovendo um aumento na transferência 
eletrônica entre ‘eletrodo-sítio ativo-substrato’ aumentando a sensibilidade e em 
muitos casos a estabilidade do sistema.  
Sotomayor e colaboradores132 utilizaram o complexo mononuclear de Cu(II) 
[CuDipyCl2] como catalisador biomimético na construção de um sensor para 
determinação de dopamina. O sensor foi preparado modificando o eletrodo de 
carbono vítreo com uma membrana de Nafion contendo [CuDipidiryCl2]. O sensor 
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apresentou resposta linear para dopamina de 4,0x10-5 a 6,0x10-4 mol L-1 e limite de 
detecção de 9,0x10-6 mol L-1.  
Sotomayor e colaboradores133, empregaram o complexo 
[Cu(bipiridil)3Cl2.6H2O] modelo da enzima tirosinase na construção de um sensor 
biomimético para determinação de dopamina em formulações farmacêuticas. O 
sensor foi preparado modificando um eletrodo de carbono vítreo com membrana de 
Nafion contendo o complexo de Cu(II) sintetizado. O biossensor foi otimizado e 
apresentou resposta linear na concentração de dopamina de 9 a 230 µmol L-1 e 
limite de detecção de 4,8 µmol L-1. Apresentou resposta para aproximadamente 
150 determinações, boa repetibilidade e desvio padrão de 4,8 % mantendo a 
sensibilidade num período de tempo de 180 dias com perda de resposta de 4,2 %.  
No trabalho desenvolvido por Hasebe e colaboradores 134, foi usado um 
complexo de poli-histidina de cobre, como espécie catalizadora, na construção do 
sensor biomimético para determinação de ascorbato. O sensor apresentou uma 
resposta segundo cinética de Michaelis-Menten, confirmando a catálise do 
complexo de poli-histidina de cobre pelo substrato ascorbato, simulando desta 
forma a enzima ascorbato oxidase. O sensor apresentou linearidade de 3,0x10-6 a 
3,0x10-4 mol L-1 de ascorbato com limite de detecção de 3,0x10-6 mol L-1 e  
estabilidade de três meses, (aproximadamente 300 determinações) com pequena 
perda de atividade.  
Berchamans e colaboradores135 desenvolveram um sensor biomimético de 
pasta de carbono modificado com Ni(OH)2/NiOOH, usado como catalisador, na 
determinação de glicose, ácido ascórbico, peróxido de hidrogênio, com linearidade 
de 1,0x10-5 a 1,0x10-2 , 0,6x10-3 a 3,96x10-3; 0,13x10-3 a 0,65x10-3 mol L-1, 
respectivamente. O sensor apresentou um preparo simples e um período de 
resposta de 120 dias. 
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Com base nos trabalhos relatados na literatura, pode-se confirmar que 
sistemas enzimáticos, no caso particular das metaloenzimas, podem ser substituídos 
satisfatoriamente por moléculas menores, contendo metais que participam do sítio 
catalítico da enzima mimetizada e quando utilizados em sensores biomiméticos, 





A hidroquinona, (1,4 benzenodiol) obtida pela primeira vez em 1820 por 
Pelletier e Caventou, tem sido facilmente sintetizada através da oxidação da anilina, 
redução de quinona e ainda obtida pela oxidação de fenol com persulfato. É 
encontrada naturalmente em pequenas quantidades em produtos como trigo, café, 
chá, frutas, vários vegetais e em bebidas como vinho tinto e cerveja136,137.  
Em cosméticos a hidroquinona atua como agente de despigmentação da pele 
(removendo manchas). É disponível em formulações de creme, loção e gel em 
concentrações de 2 a 5 %, com e sem protetor solar. Concentrações de 3 a 4 % 
podem produzir bons resultados como clareador da pele. No entanto, o uso 
prolongado e em quantidades superiores a 4 %, a hidroquinona pode causar coceira, 
dermatites e eritema, mudanças na coloração da pele, em indivíduos especialmente 
com pele sensível137,138. 
Diversos procedimentos são descritos na literatura para determinação de 
hidroquinona em revelador fotográfico e creme dermatológico, entre eles, os 






 Os flavonóides são compostos fenólicos derivados de 2-fenil-benzopirano 
(C6C3C6), formado por dois anéis aromáticos ligados entre si por uma cadeia de três 
átomos de carbono.  A Figura 9 mostra o núcleo fundamental dos flavonóides e a 





















Figura 9. Estrutura fundamental dos flavonóides. 
 
Os flavonóides podem ser classificados em diferentes classes, dentre as 
quais se destacam flavonas, flavononas, flavonóis, flavanonóis, flavan-3-óis, 
isoflavonas e antocianidinas, que diferem entre si pelo número e pela posição dos 
grupos substituintes nos anéis A, B e C, além da presença ou ausência da dupla 
ligação e carbonila no anel C. São amplamente distribuídos em plantas e muito 
conhecidos por apresentarem propriedades antioxidantes. Essa atividade 
antioxidante está relacionada à capacidade de estabilização e/ou doação de elétrons 
e formação de quelatos com metais de transição. Na natureza podem ser 
encontrados em folhas, flores, frutas, sementes, grãos, plantas medicinais e ainda 
em bebidas como chá, vinho e cerveja143,144.   
Atualmente os flavonóides têm sido objetos de pesquisa devido as suas já 
comprovadas atividades dentro da química biomédica. A atividade antiinflamatória, 
32 
analgésica, antialérgica, antiviral, anticarcinogênica e antioxidante são alguns 
exemplos da importância farmacológica destes metabólitos naturais143,144.  
A rutina, estrutura química ilustrada na Figura 10, é um derivado de flavona. 
Como resultado da atividade farmacológica a rutina tem sido empregada em 
diversos fármacos com efeito antiinflamatório, antitumor, antialérgico, antiviral, entre 



















Figura 10. Estrutura química da rutina. 
 
Diversos procedimentos são empregados para determinação de rutina, entre 
eles os métodos espectrofotométricos148-150, eletroforese capilar151,152 e os 
eletroquímicos153-155. Os métodos espectrofotométricos têm sido usados para 
determinação individual de rutina e também simultânea de outros flavonóides 148-150. 
A metodologia empregando eletroforese capilar com detecção eletroquímica 153 
obteve uma resposta linear para rutina de 1,9x10−5 a 4,3x10−4 mol L-1. Os métodos 
eletroquímicos e biossensores apresentaram bons resultados para determinação de 







A dopamina é um neurotransmissor, precursor metabólico da noroadrenalina e da 
adrenalia. Atua em receptores específicos presentes no sistema nervoso central, nos 
vasos mesentéricos e coronárias. É utilizada para o tratamento de diversos tipos de 
choque e da hipotensão grave após infarto agudo do miocárdio, dilatando os vasos 
sanguíneos renais e aumentando dessa forma o fluxo sanguíneo30,107.  
Vários métodos têm sido desenvolvidos para a determinação desta 
substância, como os cromatográficos156,157, espectrofotométricos158,159 e 
eletroquímicos160-162. Os eletroquímicos têm sido muito utilizados por apresentar 
sensibilidade e seletividade na determinação de vários analitos. Estes métodos 
geralmente não necessitam de pré-purificação e consequentemente reduzem o 
















2.1 OBJETIVO GERAL 
 
Desenvolver e aplicar novos biossensores e sensores biomiméticos para 
determinação de compostos fenólicos. 
 
2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
2.2.1 Biossensores  
 
 Selecionar diferentes vegetais, obter a enzima peroxidase, determinar a 
atividade, proteína total e atividade específica; 
 Determinar o grau de desacetilação da quitosana; 
 Estudar o tempo de reticulação da quitosana com glutaraldeído; 
 Reticular e ativar os grupos funcionais da quitosana por três procedimentos 
diferentes: 
(I) grupos amino reticulados com glutaraldeído;  
(II) grupos amino reticulados com glutaraldeído e os grupos hidroxila ativados 
com carbodiimida;  
(III) grupos amino e hidroxila reticulados com glutaraldeído e epicloridrina, 
respectivamente; 
 Após a ativação e reticulação da quitosana, imobilizar a enzima peroxidase de 
vegetal e construir biossensores de pasta de carbono; 
 Otimizar os três biossensores utilizando as técnicas de voltametria cíclica e 
voltametria de onda quadrada para investigar parâmetros, tais como: pH, 
concentração da enzima, freqüência, amplitude de potencial; 
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 Após a otimização, comparar o desempenho dos biossensores desenvolvidos 
e utilizar na determinação de hidroquinona em águas obtidas nos processos 
de revelação fotográfica e de raios-X; 
 Empregar o biossensor que apresentou melhor resposta para determinação 
de rutina em fármacos. Comparar os resultados com aqueles obtidos para a 
hidroquinona. 
 Determinar o teor de hidroquinona e rutina nas amostras selecionadas 
empregando o método oficial163,164. 
 
2.2.2 Sensores biomiméticos  
 Utilizar os complexos de CuII modelo catecol oxidase e de FeIIFeIII modelo 
fosfatase ácida púrpura na construção de sensores biomiméticos;  
 Otimizar os sensores biomiméticos utilizando as técnicas de voltametria 
cíclica e voltametria de onda quadrada e investigar o melhor pH de 
determinação, porcentagem do complexo/pasta de carbono, substratos, 
concentração de peróxido de hidrogênio, freqüência, amplitude de potencial.  
 Avaliar o desempenho do sensor biomimético construído a partir do complexo 
de CuII na determinação de hidroquinona em cosméticos. 
 Investigar a resposta do sensor contendo complexo FeIIFeIII para compostos 
fenólicos em presença de peróxido de hidrogênio. Otimizar e aplicar o sensor 
biomimético para determinação de  dopamina em produtos farmacêuticos. 
 Empregar o método oficial para determinação de hidroquinona163 em 
cosméticos e dopamina107 em fármacos e comparar os valores obtidos com 




3. PARTE EXPERIMENTAL 
 
Neste capítulo estão descritos todos os equipamentos, eletrodos, reagentes, 
soluções e procedimentos experimentais usados para a construção e aplicação dos 
biossensores e dos sensores biomiméticos. 
 
3.1 EQUIPAMENTOS E ELETRODOS 
 
O extrato enzimático foi obtido, homogeneizando-se o vegetal selecionado em 
um liquidificador Black & Decker modelo IB900. Efetuou-se a centrifugação do 
material biológico em uma centrífuga Hitachi modelo Himac CR 20B2. 
As medidas espectrofotométricas, para a determinação da atividade e 
proteína total da enzima peroxidase, foram obtidas empregando um 
espectrofotômetro Femto modelo 434, utilizando uma cubeta de quartzo de 1,00 cm 
de caminho ótico.  
Os espectros na região do infravermelho da quitosana foram obtidos usando 
um espectrofotômetro FT Perkin Elmer, modelo 16 PC. As titulações 
condutométricas foram realizadas, empregando-se um condutivímetro da Micronal, 
modelo B330 e um titulador automático Schott Geräte, modelo T 80/20.  
O grau de desacetilação da quitosana foi determinado usando um 
condutivímetro Mettler Toledo, modelo MC 226 e titulador automático Schott Gerate, 
modelo T80/20. 
Os eletrodos de trabalho utilizados foram os biossensores, construídos a 
partir dos três procedimentos de imobilização da peroxidase na matriz de quitosana 
e o sensor biomimético. O contra-eletrodo usado foi de platina com área de 0,5 cm x 
1,0 cm e o de referência de prata-cloreto de prata (Ag/AgCl), com solução interna de 
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KCl 3,0 mol L-1, separada da solução de trabalho por uma placa porosa ultra fina de 
vycor. 
As medidas de voltametria cíclica e voltametria de onda quadrada foram 
obtidas utilizando-se um potenciostato/galvanostato da Autolab modelo PGSTAT12 
usando uma célula de vidro, sem compartimento divisório, com capacidade 
aproximada de 15 mL, com tampa de Teflon com orifícios circulares para encaixe 
dos eletrodos e adição das soluções. 
 
3.2 REAGENTES E SOLUÇÕES 
 
Reagentes de grau analítico foram usados para preparar soluções tampão e 
soluções padrão diariamente.  
Quitosana em pó (Aldrich) foi usada como suporte para imobilizar a enzima peroxidase.  
Foi preparado tampão acetato (pH 4,0; 5,0), tampão fosfato (pH 6,0; 7,0; 8,0), 
tampão tris-hidroximetil amino metano (pH 9,0; 10,0) em concentrações de 0,1 mol L-
1(Merck). 
Solução de guaiacol 0,05 mol L-1 usada para determinação da atividade da 
peroxidase, foi preparada pela diluição de 0,56 mL deste reagente (Merck) em um 
balão volumétrico de 100 mL e completou-se o volume com solução tampão fosfato 
0,1 mol L-1 (pH 7,0). 
Solução de peróxido de hidrogênio 1,0x10-3 mol L-1 foi preparada utilizando 
1,0 mL desse reagente (Vetec) em um balão volumétrico de 100 mL com tampão 
fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0). Após padronização166 foi retirado uma alíquota de 1,0 
mL e novamente diluído em um balão volumétrico de 100 mL com tampão fosfato 
0,1 mol L-1 (pH 7,0). 
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Utilizou-se o método do biureto na determinação de proteína total do extrato 
enzimático dos tecidos vegetais. Este reagente foi preparado, dissolvendo-se 1,5 g 
de sulfato de cobre II (Merck) e 6,0 g de tartarato de sódio e potássio (Merck) em 
500 mL de água destilada. Adicionaram-se, sob agitação, 300 mL de hidróxido de 
sódio (Merck) 10% (m/v) e trasnferiu-se este volume para um balão volumétrico de 
1000 mL, completando-se o volume com água destilada.  
A solução de albumina de soro bovino (Aldrich) 10,0 mg/mL foi preparada em 
água destilada e usada como padrão na construção da curva analítica para 
determinação de proteína total no extrato dos vegetais. 
Solução de glutaraldeído (Vetec) 2,5% (v/v) usada para reticular os grupos 
amina da quitosana foi preparada diluindo-se 10,0 mL de glutaraldeído 25 % (v/v) 
em um balão volumético de 100 mL e completando-se o volume com água destilada. 
Solução estoque de carbodiimida (Aldrich) 6,2x10-2 mol L-1 utilizada na 
reticulação dos grupos hidroxila da quitosana foi obtida a partir da dissolução de 
0,0130 g de carbodiimida e completado o volume para 10,0 mL com água destilada. 
Solução estoque de epicloridrina (Vetec) 0,10 mol L-1 empregada para 
reticular os grupos hidroxila da quitosana foi obtida diluindo-se 78,00 L de 
epicloridrina 99 % (v/v) para um balão de 10 mL e completando-se o volume com 
água destilada. 
Solução estoque de hidroquinona (Aldrich) 0,05 mol L-1 foi obtida 
dissolvendo-se 0,2753 g deste reagente em balão volumétrico com capacidade de 
50 mL e completando-se o volume com tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0). 
Solução estoque de rutina (Merck) 0,05 mol L-1 foi preparada a partir da 
dissolução de 0,7632 g de rutina em 25,0 mL de tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0). 
Para a construção dos biossensores foi utilizado pó de grafite (Acheson-38) e 
Nujol (Aldrich). 
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As soluções de metildopa, L-dopa, dopamina e catecol 0,05 mol L-1 (Sigma), 
foram preparadas a partir das dissoluções de 0,5956; 0,4931; 0,4741 e 0,2753 g, 
respectivamente, em balões volumétricos de 50,0 mL e os volumes completados 
com tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0). 
Foram determinados os teores de hidroquinona em amostras de água do 
processo de revelação fotográfico e de raios-X, obtidas no comércio e no Hospital 
Universitário, respectivamente, da cidade de Florianópolis, SC.  
O biossensor que apresentou melhor resposta para hidroquinona foi usado na 
determinação de rutina em fármacos. Duas amostras contendo rutina foram 
analisadas (Nova rutina e rutina manipulada), estes produtos farmacêuticos foram 
adquiridos em farmácias de Florianópolis, SC.  
Foram determinados os teores de hidroquinona em cosméticos empregando o 
sensor biomimético contendo complexo binuclear de CuII. As amostras foram 
adquiridas em farmácia de manipulação da cidade de Florianópolis, SC. 
O teor de dopamina em fármacos foi quantificado usando o sensor 
biomimético contendo complexo FeIIFeIII. As amostras (ampola contendo 5 mg mL-1 





3.3.1 Obtenção do extrato enzimático (homogenato) 
 
Os vegetais (abacaxi, acelga, bata-salsa, fruta-de-conde, gengibre, goiaba jiló 
e mandioca) foram adquiridos em supermercados de Florianópolis e o homogenato 
utilizado como fonte enzimática na construção de biossensores. Após lavagem e 
secagem, 25 g de vegetal descascado, foram picados e homogeneizados em um 
liquidificador, com 100 mL de solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0. Em 
seguida, este foi filtrado em 4 camadas de gaze e centrifugado a 25.000 xg, 18.000 
rpm, durante 5 min, a 4°C. A solução sobrenadante foi dividida em diversas 
alíquotas, armazenadas em refrigerador a 4oC, e usadas como fonte da enzima 
peroxidase para a construção dos biossensores.  
 
3.3.2 Determinação da atividade enzimática  
 
Todas as soluções usadas para determinar a atividade enzimática no extrato 
dos vegetais foram preparadas em tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0. A atividade da 
peroxidade foi determinada a partir de 0,2 mL da solução sobrenadante do extrato 
enzimático, 2,7 mL de guaiacol 0,05 mol L-1 e 0,1 mL de peróxido de hidrogênio 10,0 
mmol L-1. Após a homogeneização dessas soluções, foi acompanhada a 
abosorbância do tetraguaicol formado na reação enzimática em 470 nm, durante 2 
minutos166. 
A atividade enzimática – unidades mL-1 (U/mL) - definida como a quantidade 
de enzima que causa o aumento de 0,001 unidades de absorbância por minuto, foi 







A = atividade da enzima em (U/mL) 
∆Abs = Variação da absorbância (470 nm) 
V = Volume do homogenato (mL) 
∆t = Variação do tempo (s) 
 
3.3.3 Determinação da proteína total 
 
O teor de proteína total do homogenato foi determinado empregando 
albumina de soro bovino (BSA) como padrão168. A curva analítica foi construída a 
partir de 8,0 mL do reagente de biureto, variando volumes de 0; 0,2; 0,4; 0,6; 0,8; 
1,2; 1,6; e 2,0 mL de BSA e completando o volume para 10,0 mL com água 
destilada. 
Utilizando 1,0 mL do extrato dos vegetais e 4,0 mL da solução de biureto, 
após homogeinização destas soluções e repouso durante 30 minutos, as leituras 
foram feitas em 546 nm. A atividade específica (U/ mg de proteína) foi calculada pela 







A (U/mL) = ∆Abs.1000
∆t. V
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3.3.4 Estudo do tempo de reticulação da quitosana com glutaraldeído 
 
O estudo do tempo de reação para a reticulação da quitosana com 
glutaraldeído foi de 10 min a 24 horas. Foram preparadas seis amostras contendo 
2,0 g de pó de quitosana e 30,0 mL de solução de glutaraldeído 2,5% (v/v). As 
amostras foram, respectivamente, agitadas por 10, 30, 60, 300, 600 e 1440 minutos, 
a 25 °C. Após o término do tempo de reação para cada amostra, efetuou-se a 
centrifugação, descartando-se o sobrenadante e as amostras de quitosana 
reticuladas com glutaraldeído foram lavadas com água destilada para remover o 
excesso de reagente, seca com acetona e armazenada a temperatura ambiente.  
 
3.3.5 Determinação do grau de desacetilação da quitosana (% GD) 
 
O % GD da quitosana pura e reticulada foi determinado por titulação 
condutométrica usando o método de Broussignac169. Uma alíquota de 20,0 mL de 
solução de ácido clorídrico 0,1 mol L-1 foi adicionada a 0,2 g de pó de quitosana, 
agitada durante 30 min, a 25 °C. Em seguida, a solução foi titulada 
condutometricamente com hidróxido de sódio 0,1 mol L-1 até o volume final de 25 
mL, com adições de 0,2 mL de titulante a cada medida e em seguida a  
porcentagem de grupos amino livres na quitosana foi determinada pela equação 2. 
O mesmo procedimento foi seguido para determinação do percentual de grupos 









M = concentração de NaOH (mol L-1) 
V1= volume NaOH adicionado até o primeiro ponto de equivalência  
V2= volume NaOH adicionado até o segundo ponto de equivalência 
W= massa da amostra (g) 
161= massa molar (g mol-1) de uma unidade monomérica da quitosana. 
 
 
3.3.6 Reticulação da quitosana e imobilização da peroxidase 
 
Foram desenvolvidos três procedimentos para imobilização da enzima 
peroxidase na matriz de quitosana. Após as imobilizações, esses materiais foram 
utilizados na construção dos biossensores.  
 
3.3.6.1 Reticulação dos grupos amino da quitosana com glutaraldeído (I). 
 
Reticulou-se 1,0 g de quitosana com 30,0 mL de solução de glutaraldeído 
2,5% (v/v), em tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, por 30 min sob agitação. Em 
seguida, a quitosana foi lavada com solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, para 
eliminar o excesso de glutaraldeído, seca com acetona e armazenada a 25°C. 
 
3.3.6.2 Reticulação dos grupos amino e ativação das hidroxilas com 
glutaraldeído-carbodiimida (II). 
 
À quitosana foi inicialmente reticulada com glutaraldeído, como descrito no 
procedimento anterior. Alíquota de 30,0 mL de solução de carbodiimida (EDC – 1-
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etil-3-dimetil-aminopropil) 3,7x10-4 mol L-1, preparada em solução tampão 0,1 mol L-
1
, pH 7,0, foi adicionada à quitosana pulverizada, e, após 30 min, lavou-se com 
solução tampão de fosfato, pH 7,0, para remover o excesso de carbodiimida.  
 
3.3.6.3 Reticulação dos grupos amino e hidroxila da quitosana com 
glutaraldeído e epicloridrina (III). 
 
A quitosana, previamente reticulada com glutaraldeído, foram adicionados 
25,0 mL de solução de epicloridrina 6,2x10-3 mol L-1, em solução tampão 0,1 mol L-1, 
pH 7,0. Durante 1 hora, a 50 °C, essa solução foi mantida sob agitação e, em 
seguida, foram adicionados 7,0 mL de solução de NaOH 0,1 mol L-1. Após 2 horas 
em ebulição, a quitosana reticulada com glutaraldeído e epicloridrina foi lavada com 
água, solução de NaOH 0,1 mol L-1, solução de HCl 0,1 mol L-1 e, finalmente, com 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, para eliminar o excesso dos reagentes 
adicionados. 
 
3.3.6.4 Imobilização da peroxidase 
 
A quitosana, em pó, reticulada e ativada pelos três procedimentos descritos, 
foi utilizada como suporte sólido para a imobilização da peroxidase. Foram 
adicionadas alíquotas de 35 a 400 µL do extrato enzimático (260 a 3000 U/mL) 
sobre 0,1 g de quitosana. Após 1 hora sob agitação, esse material foi lavado com 
tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, para retirar o excesso de enzima, seco e 
armazenado a temperatura ambiente. 
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3.3.7 Construção dos biossensores 
 
Foram construídos três biossensores contendo peroxidase de jiló incorporada 
em matriz de quitosana com grupos amino e hidroxila ativados e reticulados, 
segundo procedimentos descritos anteriormente. 
Inicialmente, foram homogeneizados 375 mg de pó de grafite, 75 % (m/m), e 
50 mg de quitosana, 10 % (m/m), contendo em sua matriz 1500 unidades de 
peroxidase mg-1 de proteína, durante 20 minutos. Em seguida, foram adicionados 
75 mg de Nujol, 15 % (m/m), homogeneizados por mais 20 min, embutidos em 
seringas de 1 mL. Finalmente, um fio de cobre (0,4 cm de diâmetro x 11,0 cm de 
comprimento) foi inserido para obtenção do contato elétrico e usado como eletrodo 
de trabalho. 
 
3.3.8 Medidas eletroanalíticas e aplicação dos biossensores 
 
As medidas voltamétricas foram realizadas em célula de vidro contendo 10,0 
mL de solução fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, em peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-
1
. As medidas de voltametria cíclica foram realizadas em intervalo de potencial de + 
0,45 a - 0,45 V vs Ag/AgCl (KCl 3,0 mol L-1), com velocidade de varredura de 100 
mV s-1. As medidas de voltametria de onda quadrada foram feitas em uma faixa de 
potencial de + 0,3 a - 0,6 V, amplitude de potencial de 10 a 200 mV e freqüência de 
50 a 300 Hz, utilizando solução de hidroquinona.  
Os biossensores construídos foram utilizados na determinação de 
hidroquinona em águas obtidas nos processos de revelação fotográfica e raios-X. 
Alíquota de 0,10 mL da amostra foi transferida para a célula contendo 10,0 mL de 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e 
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o teor de hidroquinona foi determinado pelo método de adição múltipla de padrão. O 
sinal analítico foi obtido utilizando a técnica de voltametria de onda quadrada em 
uma faixa de potencial de + 0,3 a – 0,6 V, amplitude de potencial de 100 mV e 
freqüência de 100 Hz.  
Como método oficial para a determinação de hidroquinona nas amostras, foi 
realizada a titulação redox, utilizando solução de Ce4+ 0,05 mol L-1 como titulante163. 
 
3.3.9 Biossensor utilizado para determinação de rutina em fármacos 
 
As medidas eletroanalíticas para a otimização e determinação de rutina em 
fármacos empregando o biossensor (III) foram obtidas seguindo os procedimentos 
descritos anteriormente. As medidas foram realizadas entre + 0,35 a -0,1 V, a 
amplitude de potencial foi estudada de 5 a 100 mV e a freqüência de 5 a 100 Hz 
utilizando solução de rutina. 
Amostras e produtos farmacêuticos foram preparados e determinados usando 
o biossensor (III) proposto. Inicialmente foram triturados 10 comprimidos, pesados 
em triplicata 50 mg, e dissolvidos em solução tampão fosfato 1,0 mol L-1 (pH 7,0) e 
etanol 10% (v/v). Quando necessário, as amostras foram sonificadas em banho de 
ultrasom durante 5 minutos e filtradas. Alíquota de 1,0 mL da solução foi transferida 
para a célula contendo 10,0 mL de solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, 
peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1; o teor de rutina foi determinado a partir de 
adições múltiplas de solução de rutina padrão. Após cada adição, medidas de 
voltametria de onda quadrada foram efetuadas em uma faixa de potencial de + 0,35 
a - 0,1 V, com amplitude de 30 mV e freqüência de 25 Hz. Os resultados obtidos 
com o biossensor proposto foram comparados com os valores rotulados e com o 
método oficial164. 
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3.4. SENSORES BIOMIMÉTICOS 
3.4.1 Obtenção dos complexos biomiméticos 
 
O complexo binuclear de CuII (modelo da polifenol oxidase) e o complexo de 
FeIIFeIII (modelo fosfatase ácida púrpura), foram sintetizados e caracterizados pelo 
grupo de bioinorgânica, coordenado pelo Prof. Ademir Neves, da Universidade 
Federal de Santa Catarina (UFSC) 170-173 e posteriormente usado na construção e 
aplicação dos sensores biomiméticos descritos nesta tese. 
 
3.4.2 Construção dos sensores biomiméticos 
 
Os sensores biomiméticos usando complexos modelo catecol oxidase e 
fosfatase foram construídos a partir da homogenização de 50 mg (10% (m/m)) dos 
respectivos complexos e 375 mg de grafite (75% (m/m)) com homogeneização 
durante durante 20 min. Para a obtenção da pasta de carbono foram adicionados 75 
mg de Nujol, (15% (m/m)), homogeneizado por mais 20 min e embutido em seringa 
de 1 mL. Em seguida, foi inserido um fio de cobre (0,4 cm de diâmetro x 11,0 cm de 
comprimento) como contato elétrico e os sensores obtidos usados como eletrodos 
de trabalho. 
 
3.4.3 Medidas eletroanalíticas e aplicação dos sensores biomiméticos 
 
As medidas voltamétricas usando o sensor biomimético contendo o complexo 
de CuII foram realizadas em uma célula de vidro contendo 10 mL de solução fosfato 
0,1 mol L-1, pH 8,0. As medidas de voltametria de onda quadrada foram realizadas 
em um intervalo de potencial de - 0,6 a + 0,2 V e otimizados os parâmetros como 
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amplitude de potencial (variando 10 a 100 mV) e freqüência (10 a 100 Hz), em 
soluções de hidroquinona padrão. Após a obtenção dos melhores parâmetros, o 
sensor biomimético foi utilizado na determinação de hidroquinona em cosméticos. 
Alíquotas de 0,10 mL da amostra foram transferidas para a célula contendo 10,0 mL 
de solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 8,0, os voltamogramas de onda quadrada 
foram registrados após cada adição de 87,0; 143,0 e 203,0 mg L-1 de hidroquinona 
padrão. Como método oficial para a determinação de hidroquinona nas amostras, foi 
empregada a volumetria de óxido-redução163. 
Os estudos usando o sensor biomimético contendo o complexo de FeIIFeIII 
foram realizados em condições similares àquelas empregadas para o sensor 
biomimético de CuII. Alterando somente o pH de determinação (pH 7,0) e a faixa das 
medidas de voltametria de onda quadrada (- 0,4 a + 0,4 V). Após obter as melhores 
condições operacionais, o sensor foi utilizado na determinação de dopamina em 
produtos farmacêuticos. Alíquotas de 0,1 mL da amostra foram adicionadas na 
célula contendo 10 mL de solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0. Os 
voltamogramas de onda quadrada foram registrados após cada adição de 0,237; 
0,474 e 0,664 mg L-1 de dopamina padrão. Em seguida foi calculado o teor de 
dopamina na amostra de fármaco e o percentual de recuperação de dopamina 




4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
4.1 BIOSSENSORES USANDO EXTRATO DE JILÓ COMO FONTE DA 
ENZIMA PEROXIDASE, IMOBILIZADA EM QUITOSANA 




4.1.1 Seleção dos vegetais e obtenção da enzima peroxidase 
 
As peroxidases se encontram distribuídas em diversos vegetais e podem ser 
facilmente extraídas, purificadas e empregadas em trabalhos científicos como 
também na aplicação indústrial89,174,175. Entretanto, a peroxidase isolada da raiz forte 
tem sido amplamente estudada e comercializada por diversas empresas. Neste 
trabalho, foram selecionados vários vegetais, a enzima peroxidase obtida e avaliada 
quanto a atividade, proteína total e atividade específica. Os vegetais selecionados 
foram a mandioca (Manihot utilissima), abacaxi (Ananas comosus), goiaba (Psidium 
guaiava), acelga (Beta vulgaris variedad cycla), batata-salsa (Arracacia xanthorrhiza 
bancroft), fruta-do-conde (Ananas squamosa), gengibre (Zingiber officinales Rosc.) e 
jiló (Solanum gilo). A Tabela 2 mostra os resultados obtidos para cada vegetal 
selecionado, sendo que a fruta-do-conde, o gengibre e o jiló apresentaram atividade 
superior aos outros vegetais estudados, com 4.264, 4.923 e 4.960 U mL-1, 
respectivamente.  
Fatibello-Filho e colaboradores empregaram com sucesso extrato de 
abobrinha (Cucurbita pepo) como fonte da enzima peroxidase no desenvolvimento 
de diversos métodos analíticos26,103,110,176. Recentemente, Fernandes177 e 
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colaboradores utilizaram extrato de vagem (Phaseolus vulgaris) por apresentar 
atividade específica de 1.328 unidades mg-1 de proteína na construção de 
biossensores para determinação de ácido cafeico em vinho branco177. No entanto, 
atividade de enzimas obtidas de tecidos vegetais depende de vários fatores, entre 
eles o local do plantio, período do ano, espécie e estado de amadurecimento, sendo 
geralmente menor em frutas e vegetais não-amadurecidos52.  
 
Tabela 2. Atividade, proteína total e atividade específica da peroxidase encontrada 








(unidades mg-1 de 
proteína) 
Mandioca 162 0,452 358 
Abacaxi 113 0,228 496 
Goiaba 105 0,202 520 
Acelga 2.235 0,670 3.336 
Batata-salsa 2.665 0,162 16.451 
Fruta do conde 4.264 0,242 17.619 
Gengibre 4.923 0,260 18.935 
Jiló 4.960 0,238 20.840 
 
 
Para o desenvolvimento desse trabalho foi selecionado o vegetal jiló como 
fonte da peroxidase na construção de biossensores, por apresentar maior atividade 
específica comparados com os outros vegetais estudados, possuir baixo custo, fácil 
aquisição e além destas vantagens este vegetal é cultivado durante o ano inteiro e 
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não existe nenhum relato na literatura quanto à identificação e quantificação de 
peroxidase neste vegetal. 
4.1.2 Efeito do pH sobre extração da peroxidase  
 
As enzimas são fortemente influenciadas pelo pH do meio, geralmente 
possuem pH ótimo na qual a atividade e a velocidade das reações é máxima. Sendo 
assim, investigou-se o efeito do pH (4 a 9) na extração da peroxidase do extrato de 
jiló, medindo-se a variação da absorbância do tetraguaicol formado da reção entre a 
peroxidase, guaiacol e peróxido de hidrogênio. Posteriormente, foi calculada a 
atividade específica da peroxidase, e a melhor resposta foi obtida em pH 7,0, 
decrescendo em pH inferiores e superiores como mostra a Figura 11. 
Conseqüentemente, os estudos posteriores de extração da peroxidase foram 
realizados em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0).   
 


























Figura 11.  Efeito do pH (4 a 9) sobre a extração da peroxidase de jiló. 
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4.1.3 Tempo de armazenamento e estabilidade da peroxidase  
 
Os compostos fenólicos naturais presentes na maioria dos vegetais são 
responsáveis pelo escurecimento do tecido vegetal, este processo aliado a oxidação 
promovida pelo oxigênio do ar podem causar uma diminuição da atividade 
enzimática de extratos vegetais no decorrer do tempo. Vieira165, com o objetivo de 
minimizar estes efeitos, estudou diversas substâncias protetoras (Polyclar K-30, L-
cisteína, Polyclar AT, Polyclar R, Polyclar SB-100, entre outros) na extração da 
polifenol oxidase de batata doce (Ipomoea batatas (L.) Lam.). Estes agentes 
protetores atuam na remoção dos compostos fenólicos naturais conservando e/ou 
aumentando a atividade enzimática. Vieira165 obteve melhores resultados 
empregando o agente Polyclar SB-100, que manteve a atividade da polifenol 
oxidase por 152 dias à 4 °C.  
Neste trabalho, foi investigado o tempo de armazenamento e a estabilidade 
da peroxidase de jiló durante 53 dias. Utilizaram-se três procedimentos para a 
extração da enzima: água a 4°C, tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0), tampão fosfato 
0,1 mol L-1 (pH 7,0) e Polyclar SB-100.  A atividade foi medida periodicamente e os 
valores da atividade (U mL-1) da peroxidase estão mostrados na Figura 12.  
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 água (4 °C)
 tampão fosfato 0,1 mol L-1(pH 7,0)
 tampão fosfato 0,1 mol L-1(pH 7,0) + polyclar SB-100
 
 
Figura 12.  Estudo do tempo de armazenamento (4° C)  da atividade da peroxidase 
de jiló, extraído em água , tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0), tampão 
fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) + Polyclar SB-100. 
 
No período de 25 dias de estocagem do extrato de jiló, não foram observadas 
mudanças significativas na atividade da enzima usando os processos de extração 
em tampão fosfato e tampão fosfato + Polyclar. A peroxidase extraída em água 
apresentou menor atividade, no entanto, observou-se menor variação da atividade 
comparada aos outros procedimentos. Após este período, a peroxidase extraída 
empregando o agente protetor manteve maior atividade específica.  Pode ser 
observada uma menor atividade específica para a peroxidase extraída somente em 
água, comprovando a necessidade do tampão fosfato para manter a estabilidade da 
enzima durante um tempo maior. Por não observar uma diferença significativa na 
atividade da enzima nos processos de extração empregando somente tampão, 
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tampão + Polyclar e para facilitar o processo, optou-se neste trabalho utilizar apenas 
tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) para extração da peroxidase de jiló. 
 
4.1.4 Grau de desacetilação (% GD) da quitosana 
 
A partir do GD determina-se o percentual de grupos amino na quitosana, um 
GD ≥ 50 % define o material polimérico como quitosana, essa característica é uma 
das principais propriedades que diferencia a quitosana da quitina53,56,179,180. 
Existem vários métodos para a determinação do % GD da quitosana179,180, o 
ideal é que esses métodos sejam simples, eficientes e rápidos. Considerando essas 
características, a condutimetria foi utilizada para a quantificação do GD da 
quitosana. Nesta titulação, ocorre a protonação dos grupos amino da quitosana 
devido ao excesso de ácido clorídrico. A Figura 13 mostra o gráfico obtido para a 
quitosana, a curva apresenta dois pontos de inflexão, ou seja, dois pontos de 
equivalência, sendo o primeiro correspondente a neutralização do ácido clorídrico 
que se encontrava em excesso e o segundo referente à neutralização da forma 
ácida do polímero. A diferença entre o volume dos dois pontos de equivalência (V2 – 
V1) corresponde ao volume de base requerido para neutralizar os grupos amino 
protonados da quitosana. O GD foi calculado pela equação 2 (item 3.3.5), obtendo-
se uma porcentagem de grupos amino livres de 82 %, considera-se portanto, 18 % 
de grupos acetamida. O GD pode variar de acordo com a procedência da quitosana, 
no entanto, os resultados obtidos pela técnica de titulação condutomética 



























Figura 13. Curva de titulação condutométrica da quitosana, titulante (NaOH 0,1 mol 
L-1) . 
 
4.1.5 Estudo do tempo de reticulação da quitosana com glutaraldeído 
   
Na literatura encontram-se divergências em relação ao tempo necessário para 
a reticulação da quitosana com glutaraldeído, alguns trabalhos relatam a 
necessidade de 24 h, enquanto outros trabalhos 2 h74,81,181,182. Devido a estas 
divergências e com a finalidade de acelerar o processo e comprovar o tempo 
nescessário para a completa reticulação dos grupos amino da quitosana com 
glutaraldeído, foi investigado um período de 10 min a 24 h de reação. Após este 
tempo, realizou-se a titulação condutimétrica para cada amostra a fim de avaliar o 
percentual de grupos amino livres da quitosana. O máximo de reticulação, 100 %, foi 
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obtido em solução de glutaraldeído 2,5 % (v/v) a partir de 10 min de reação. A figura 
14 mostra a curva de titulação condutométrica da quitosana reticulada em 10 min de 
reação. Como pode ser observado ocorre somente um ponto de inflexão, não 
verificando a neutralização da forma ácida do polímero, logo se considera que todos 
os grupamentos amino da quitosana estejam reticulados com glutaraldeído. As 
demais amostras com tempo diferente de reticulação apresentaram o mesmo perfil 
da Figura 14. No entanto, para evitar eventuais erros e garantir a total reticulação da 
quitosana, selecionou-se o tempo de reticulação de 30 min, para o desenvolvimento 
deste trabalho. 
 

















Volume de titulante/ mL
 
 
Figura 14. Curva de titulação condutométrica da quitosana reticulada (30 min de 
reação), titulada com NaOH 0,1 mol L-1.  
57 
4.1.6 Imobilização da peroxidase na matriz da quitosana reticulada 
com glutaraldeído 
 
As propriedades e a eficiência das enzimas imobilizadas são dependentes da 
enzima e principalmente do suporte empregado no processo de imobilização. A 
quitosana é conhecida como um suporte ideal para a imobilização de enzimas 
devido a diversas características que apresenta e, além disso, possui grupos 
funcionais que são susceptíveis a modificações químicas facilitando a imobilização 
de enzimas53,56,57.  
Apesar da reação do glutaraldeído com a quitosana ser muito utilizada, o 
mecanismo da reação e a estrutura do composto formado não estão completamente 
elucidados. Normalmente, para a reticulação da quitosana com glutaraldeído três 
propostas de reações são sugeridas182-184.  
(A) Formação de somente uma base de Schiff, entre um grupo aldeído do 
glutaraldeído e um grupo amino da quitosana. O outro grupo aldeídico 
permanece livre e pode ser usado para uma reação subseqüente182.  
 (B) Reticulação entre uma molécula de glutaraldeído e duas unidades monoméricas 
da quitosana, envolvendo ambos os grupos aldeídicos da molécula de 
glutaraldeído, resultando na formação de duas bases de Schiff183.  
(C) Reação de polimerização do glutaraldeído com a quitosana, formando uma rede 
polimérica184.  
Baseado nestas informações182-184, a Figura 15 ilustra a sugestão para a 
reação entre a quitosana, glutaraldeído e a peroxidase. A enzima pode estar ligada 
ao grupo aldeídico que não reagiu com os grupos amino da quitosana e também 
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Figura 15. Esquema da reação entre a (a) quitosana (QTS), (b) glutaraldeído, (c) 
enzima peroxidase e (d) produto final da reação, (procedimento I). 
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4.1.7 Imobilização da peroxidase na matriz da quitosana reticulada 
com glutaraldeído e carbodiimida 
 
A imobilização de proteínas em materiais poliméricos como a quitosana, 
comumente emprega-se o glutaraldeído como agente reticulante, que estabelece 
ligações intermoleculares entre os grupos amino da quitosana e também com os 
grupos amino da enzima. Para promover maior eficiência na imobilização de 
proteínas na matriz da quitosana podem ser empregados agentes que ativem os 
grupos hidroxila deste polímero. 
A carbodiimida (EDC) geralmente é utilizada para ativar suportes 
carboxilados e a imobilização da enzima é obtida a partir de ligações dos grupos 
carboxil do suporte e os grupos amino da enzima, obtendo-se o produto final 


















Figura 16. Esquema da reação entre um (a) suporte carboxilado, (b) carbodiimida 




No entanto, Chiou e colaboradores186 desenvolveram um método para a 
imobilização de enzimas em quitosana contendo os grupos hidroxilas ativados com 
carbodiimida, esquema da reação mostrada na Figura 17, a carbodiimida reage 
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Figura 17. Esquema da reação entre A (a) quitosana, (b) carbodiimida e (d) 
enzima, obtendo-se (e) produto final da reação. 
 
A ativação dos grupos hidroxila da quitosana pela carbodiimida foi 
comprovada e a lipase posteriormente imobilizada, obtendo-se um aumento na 
estabilidade e atividade enzimática186.  
Neste trabalho de tese, para a obtenção de uma maior estabilidade da 
peroxidase imobilizada em matriz de quitosana e conseqüentemente uma maior 
sensibilidade do biossensor, os grupos amino da quitosana foram reticulados com 
glutaraldeído e os grupos hidroxila ativados com carbodiimida. A Figura 18 mostra 
uma sugestão do produto final obtido para a reação entre a quitosana, 






































































Figura 18. Esquema da reação entre a (a) quitosana, (b) glutaraldeído, (c) 




4.1.8 Imobilização da peroxidase na matriz da quitosana reticulada com 
glutaraldeído e epicloridrina 
 
A maioria dos biossensores apresenta uma resposta ao analito que diminui 
gradualmente ao longo dos dias. Perdas pequenas com o passar dos dias ou meses 
são observadas, havendo necessidade de re-calibração do biossensor empregando 
solução de referência do analito e/ou construção de um novo biossensor. Portanto, 
estratégias de imobilização de enzimas na construção de biossensores se tornam 
interessantes para a obtenção de eletrodos enzimáticos mais sensíveis, estáveis, 
com maior tempo de uso.  
O biossensor (III) foi construído com o objetivo de comparar a eficiência da 
imobilização da enzima utilizando um terceiro agente reticulante. A epicloridrina 
pode ser usada para a insolubilização da quitosana através da formação de uma 
rede polimérica. A reação da epicloridrina com a quitosana envolve a abertura do 
anel epóxido, com a posterior reação com os grupos hidroxila sob condições 
alcalinas, mantendo os grupos amino livres83. A Figura 19 ilustra a reação entre a 
quitosana e epicloridrina para a obtenção da quitosana reticulada. 
 
 



















A Figura 20 mostra uma sugestão da reação entre a quitosana com o 
glutaraldeído, epicloridrina e a peroxidase, reação utilizada neste trabalho. A 
estrutura final (e) sugere a imobilização da peroxidase ligada ao grupo aldeídico do 
glutaraldeído e também ocluída “entrapeada” nos espaços interticiais promovidos 
pelos agentes reticulantes.  



















































































Figura 20. Esquema da reação entre a (a) quitosana, (b) glutaraldeído, (c) 




4.1.9 Otimização dos biossensores 
 
Os biossensores de pasta de carbono modificados com a enzima peroxidase 
incorporada na matriz da quitosana, previamente reticulada e ativada, foram 
otimizados, estudando o efeito da concentração da enzima, composição dos 
biossensores (grafite/Nujol), pH, freqüência e amplitude de potencial. 
 
4.1.9.1 Estudo de grafite/Nujol   
 
A composição de grafite/Nujol na construção dos biossensores foi averiguada 
a partir proporção de 65/25; 70/20; 75/15; 80/10 % (m/m) de grafite/Nujol e 
mantendo constante o percentual de 10 % de quitosana (contendo 3,2 U de 
peroxidase/mg de pasta de carbono). Após a construção, a resposta dos 
biossesores foi estudada medindo-se a corrente de pico catódica por voltametria de 
onda quadrada em solução de hidroquinona 5,0x10-4 mol L-1 e peróxido de 
hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1. Os resultados obtidos para os biossensores (I, II e III) 
estão ilustrados na Figura 21. Como pode ser observado, a melhor resposta foi 
obtida na composição de 75/15/10 % (m/m) de grafite/Nujol/enzima imobilizada em 
quitosana reticulada para ambos os sensores. Estes resultados concordam com 
dados obtidos anteriormente46,47, onde a melhor resposta do biossensor foi obtida na 
composição de 75/15/10 % (m/m) de grafite/Nujol/enzima. Portanto, essa 
composição de pasta de carbono foi selecionada para a construção e aplicação dos 
biossensores.  
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Figura 21. Estudo da proporção de grafite/nujol na construção dos biossensores (I, 
II, III) em solução de hidroquinona 5x10-4 mol L-1 e peróxido de 
hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1, amplitude de potencial 100 mV e freqüência 
de 100 Hz. 
 
4.1.9.2 Estudo da concentração da peroxidase de extrato de jiló 
 
O efeito da concentração da enzima sobre a resposta dos biossensores foi 
estudado na faixa de 0,69 a 8,0 U/ mg de pasta de carbono. Os sinais analíticos 
(Ipc) obtidos em solução de hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 
2,0x10-3 mol L-1 para os biossensores propostos, estão mostrados na Figura 22. 
Há um aumento da resposta dos biossensores até a concentração de 4,0 
U/mg pasta de carbono, mantendo-se constante em concentrações superiores. 
Escolheu-se, então, a concentração 4,0 U/ mg de pasta de carbono para 
construção dos biossensores. 
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Figura 22.  Efeito da concentração de peroxidase (0,69 a 8,0 U/ mg de pasta de 
carbono) em hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 
2,0x10-3 mol L-1, 100 mV e 100 Hz. 
 
 
4.1.9.3 Efeito do pH 
 
O pH tem grande influência sobre as reações enzimáticas. Foi estudado, 
então, o efeito do pH (5,0 a 9,0) sobre a resposta dos biossensores, Figura 23, em 
solução de hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1. 
A maior resposta analítica dos biossensores foi verificada em pH 7,0, 
conseqüentemente, os estudos posteriores foram realizados em tampão fosfato 0,1 
mol L-1, pH 7,0. 
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Figura 23. O efeito do pH (5,0 a 9,0) sobre a resposta  analítica dos biossensores 
em solução de hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 
2,0x10-3 mol L-1, 100 mV e 100 Hz. 
 
 
4.1.9.4 Estudo dos parâmetros da voltametria de onda quadrada 
 
O parâmetro equivalente à velocidade de varredura da voltametria de onda 
quadrada é a freqüência de aplicação dos pulsos, (f). A otimização desse 
parâmetro é de fundamental importância, pois para a maioria dos processos 
eletródicos, a corrente de pico é diretamente proporcional ao seu valor. Assim, com 
a maximização do valor de f, aumenta-se, conseqüentemente, a sensibilidade da 
técnica112. O efeito de f foi estudado em intervalo de 50 a 200 Hz, sobre a resposta 
do biossensor em solução de hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1, peróxido de hidrogênio 
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2,0x10-3 mol L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, e amplitude de potencial de 
100 mV e os resultados obtidos estão ilustrados na Figura 24.  
 























Figura 24. Estudo do efeito da frequência (50 a 200 Hz) sobre a resposta analítica 
dos biossensores I, II e III. Análises realizadas em solução de 
hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1, peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e 










Como pode ser observado, há um aumento da resposta do biossensor até 
100 Hz, mantendo-se constante em freqüências superiores. Essa freqüência foi 
então selecionada para os estudos posteriores. Outro parâmetro importante a ser 
otimizado nessa técnica é a amplitude do pulso de potencial aplicado, a. O efeito 
da variação desse parâmetro foi estudado em uma faixa de 10 a 200 mV, Figura 
25. O maior sinal analítico foi obtido em 100 mV usando solução de hidroquinona 
3,0x10-4 mol L-1, peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e freqüência 100 Hz. 
Sendo assim, essa amplitude foi selecionada para o desenvolvimento deste 
trabalho. 























Figura 25. Estudo do efeito da amplitude do potencial (10 a 200 mV) em solução de 
hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1, peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e 




4.1.10 Voltametria cíclica 
 
A redução eletroquímica da p-quinona formada na reação enzimática na 
superfície do biossensor foi investigada usando voltametria cíclica. A peroxidase 
catalisa a oxidação da hidroquinona a p-quinona na presença do peróxido de 
hidrogênio e posteriormente a p-quinona é reduzida eletroquimicamente na 
superfície do biossensor em potencial de - 0,20 V, conforme é ilustrado no esquema 










Figura 26. Esquema do processo enzimático entre a hidroquinona, peróxido de 
hidrogênio, peroxidase e redução eletroquímica da quinona na 
superfície do biossensor. Per (ox)= peroxidase estado oxidado, Per 




A Figura 27 mostra os voltamogramas cíclicos obtidos com os biossensores 
contendo extrato de jiló como fonte da enzima peroxidase, imobilizada na matriz de 
O H
O H2e -




Per (red ) H 2O 2
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quitosana, usando os três procedimentos: (I) grupos amino reticulados com 
glutaraldeído; (II) grupos amino reticulados com glutaraldeído e grupos hidroxila 
ativados com carbodiimida; (III) grupos amino reticulados com glutaraldeído e 
grupos hidroxila reticulados com epicloridrina em solução de hidroquinona 3,0x10-4 
mol L-1 e peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1, em tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 
7,0. Neste trabalho, as medidas de voltametria cíclica foram realizadas em uma 
faixa de potencial de + 0,45 a – 0,45 V vs eletrodo de Ag/AgCl (KCl 3,0 mol L-1) 
para uma velocidade de varredura de 100 mV s-1. 
 
Figura 27. Voltamogramas ciclicos obtidos usando os biosensores propostos em 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) e velocidade de varedura 
100 mv s-1. Voltamogramas (BI, BII e BIII) obtidos em H2O2 2,0x10-3 
mol L-1 e (I, II e III) em solução de hidroquinona 1,0x10-4 mol L-1 e H2O2 
2,0x10-3 mol L-1. Velocidade de varredura de 100 mV s-1. 































No biossensor (I) a enzima peroxidase foi imobilizada na quitosana 
reticulada com glutaraldeído, sendo que o menor sinal de corrente de pico 
catódico, Ipc foi observado nesse eletrodo. O melhor procedimento para a 
imobilização da peroxidase foi obtido usando a quitosana reticulada com 
glutaraldeído e epicloridrina, como mostra a Figura 27, voltamograma (III), que 
apresentou maior corrente de pico catódico. O melhor desempenho do biossensor 
(III) pode ser devido à formação mais efetiva da rede tridimensional polimérica, 
tornando o suporte com maior porosidade, onde a enzima pode estar confinada 
(aprisionada, ocluída) entre os espaços das ligações covalentes formadas, e/ou 
ligada a um dos grupos aldeídos do glutaraldeído. Sendo assim, o melhor 
desempenho dos biossensores propostos neste trabalho está na ordem: 
biossensor (III) > biossensor (II)> biossensor (I).  
 
4.1.11 Voltametria de onda quadrada 
 
Neste trabalho, as medidas de voltametria de onda quadrada, usando os 
eletrodos de pasta de carbono modificados com a enzima peroxidase foram 
investigadas no intervalo de potencial de + 0,3 a – 0,6 V com amplitude de 100 mV, 
freqüência de 100 Hz e pH 7,0. A Figura 28 mostra os voltamogramas de onda 
quadrada obtidos na redução eletroquímica da p-quinona na superfície dos 
biossensores (I), (II) e (III). A curva analítica para o biossensor (I) (Ipc=1,445 + 1,538 
x104[hidroquinona]; r=0,9998, biossensor (II) (Ipc=4,219 + 2,903x104 [hidroquinona]; 
r=0,9998 e biossensor (III) (Ipc=1,937 + 3,504 x104 [hidroquinona]; r=0,9994, foram 
construídas a partir das correntes de pico catódicas (Ipc), medidas em potencial de 










Figura 28. Voltamogramas de onda quadrada obtidos utilizando os biossensores (I), 
(II) e (III). (a) solução tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0 e peróxido de 
hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e soluções de hidroquinona nas 
concentrações (b) 2,5x10-4; (c) 5,0x10-4; (d) 1,0x10-3; (e) 1,5x10-3; (f) 
2,0x10-3; (g) 2,5x10-3; (h) 3,0x10-3; (i) 3,5x10-3; (j) 4,0x10-3; (l) 4,5x10-3 
mol L-1; amplitude de 100 mV s-1 e freqüência de 100 Hz.  























































































A Figura 29 mostra a relação linear entre as correntes de pico catódicas e as 
concentrações de hidroquinona no intervalo de 2,5x10-4 a 4,5x10-3 mol L-1, com limite 
de detecção de 2,0x10-5 mol L-1. Foi observado uma maior sensibilidade (inclinação 
da curva analítica) para o biossensor (III) contendo os grupos amino reticulados com 
glutaraldeído e grupos hidroxila reticulados com epicloridrina. 
Figura 29. Curvas analíticas para hidroquinona obtidas com os biossensores 
propostos usando voltametria de onda quadrada.  
 
 
4.1.12 Repetibilidade, reprodutibilidade dos biossensores 
 
O estudo da repetibilidade foi feito utilizando os biossensores propostos e 
quinze sucessivas medidas foram obtidas para cada eletrodo em solução de 
hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1, em tampão 
























fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0. O desvio padrão relativo encontrado foi menor que 1,0 % 
para os biossensores construídos. 
O estudo de reprodutibilidade foi realizado, empregando cinco biossensores 
construídos para os três tipos de procedimentos de imobilização da peroxidase, e 
nas mesmas condições experimentais. As medidas foram obtidas em triplicata para 
os biossensores construídos em solução de hidroquinona 3,0x10-4 mol L-1 e peróxido 
de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0. O desvio 
padrão relativo encontrado para os biossensores (I), (II) e (III) foi de 3,0; 3,3 e 3,2 % 
respectivamente. 
 
4.1.13 Estudo de recuperação e determinação de hidroquinona 
 
Os resultados obtidos no estudo de recuperação de hidroquinona em 
amostras de águas obtidas nos processos de revelação fotográfica e raios-X, 
utilizando voltametria de onda quadrada e os biossensores propostos, estão listados 
na Tabela 3. Neste estudo foram adicionadas em cada amostra 83,3, 162 e 195 mg 
L-1 de solução de hidroquinona padrão, seguido da determinação deste composto e 
cálculo da porcentagem de recuperação. Os valores de recuperação de 
hidroquinona variaram de 95,1 – 105 % para o biossensor (I), 97,8 – 101 % para 
biossensor (II) e 98,8 – 103 % para o biossensor (III). Os resultados obtidos indicam 
que os procedimentos analíticos propostos não sofrem interferências das matrizes 






Tabela 3. Estudo de adição e recuperação de hidroquinona em água de processo de 
revelação fotográfica e de raios-X. 
  Hidroquinona (mg mL-1) 
Biossensores* Recuperado (%) Amostra Adicionado 
(I) (II) (III) (I) (II) (III) 
83,3 83,0±0,1 83,2±0,1 83,1±0,1 99,6 99,9 99,8 
162 159,0±0,2 164,0±0,2 160,0±0,1 98,1 101 98,8 
A 
195 192,0±0,2 190,0±0,2 197,0±0,1 98,5 97,4 101 
83,3 84,0±0,1 86,4±0,1 87,2±0,1 95,1 97,8 98,7 
162 170,0±0,1 165,0±0,1 160,0±0,2 105 102 99,4 
B 
195 190,0±0,1 193,0±0,2 201,0±0,2 97,4 99,0 103 
*n=6, nível de confiança 95%  
A= água de processo de revelação fotográfica, B= água de processo de raios-X.  
 
 
Para avaliar o desempenho dos biossensores, determinou-se a concentração 
de hidroquinona em água obtida do processo de revelação fotográfica e de raios-X 
utilizando voltametria de onda quadrada. A Tabela 4 apresenta uma comparação 
entre a determinação de hidroquinona obtida pelos biossensores propostos e o 
método oficial163. Os teores de hidroquinona encontrados utilizando os 
procedimentos propostos estão em concordância com a metodologia oficial, a um 






Tabela 4. Determinação de hidroquinona em água de processo de revelação 
fotográfica e de raios-X. 
Hidroquinona (mg L-1) 
Biossensores* Erro Relativo (%) 
Amostra 
Método 
oficial (I) (II) (III) (I) (II) (III) 
A 28,90 ±0,02 28,80 ±0,03 27,80±0,07 29,10 ±0,02 -0,4 -3,8 +0,69 
B 28,60 ±0,01 27,90 ±0,05 27,20±0,03 28,30±0,01 -2,4 -4,9 -1,0 
C 33,00 ±0,03 32,60 ±0,08 31,40±0,03 32,90 ±0,03 -1,2 -4,8 -0,30 
D 32,90 ±0,05 30,90 ±0,03 33,00±0,08 31,70 ±0,05 -6,1 +0,30 -3,6 
*n=6, nível de confiança 95%  
A, B=água de processo de revelação fotográfica,  
























4.2 DETERMINAÇÃO DE RUTINA EM FÁRMACOS 
 
Nos estudos mostrados anteriormente, o biossensor (III), construído a partir 
da imobilização da peroxidase de jiló em quitosana reticulada e ativada com 
glutaraldeído e epicloridrina, respectivamente, apresentou maior sensibilidade, 
comparado com os demais biossensores desenvolvidos. Assim, foi selecionado para 
determinação do flavonóide rutina e comparado com os dados obtidos para 
hidroquinona. 
 
4.2.1 Voltametria cíclica 
 
O processo de redução e oxidação da rutina no meio reacional foi investigado 
usando a técnica de voltametria cíclica. A Figura 30 mostra as medidas realizadas 
em uma faixa de potencial de + 0,45 a – 0,15 V vs eletrodo de Ag/AgCl e velocidade 
de varredura de 100 mV s-1. Os voltamogramas cíclicos foram obtidos em solução 
tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) contendo: (a) peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 
mol L-1, (b) rutina 3,0x10-3 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 usando o 
biossensor proposto como eletrodo de trabalho. Na ausência de rutina, 
voltamograma (a), não foi observado nenhum sinal de pico catódico ou anódico. No 
entanto, o voltamograma (b) apresenta um pico anódico referente a oxidação da 
rutina na correspondente o-quinona em potencial de + 0,145 V, reação esta 
catalizada pela peroxidase em presença do peróxido de hidrogênio. Um pico de 
corrente catódica foi observado em + 0,124 V, referente a redução eletroquímica da 
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Figura 30. Voltamogramas ciclicos obtidos usando o biossensor proposto em 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) contendo (a) H2O2 2,0x10-3 
















































Figura 31. Representação esquemática do processo enzimático entre a rutina, 
peróxido de hidrogênio e a peroxidase.  
 
 
4.2.2 Otimização do biossensor  
 
Para avaliar o desempenho do biossensor proposto, empregado na 
determinação de rutina, alguns parâmetros experimentais foram investigados 
usando a voltametria de onda quadrada, entre eles, o pH, freqüência e amplitude de 
potencial.  
O efeito do pH sobre a resposta do biossensor foi investigado entre pH 5,0 a 
9,0 em solução de rutina 3,9x10-6 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1. 
Houve um aumento da corrente de pico catódica ao se aumentar o valor do pH de 
5,0 a 7,0, mantendo-se constante em pH de 7,0 a 8,0 e diminuindo em pH de 8,0 a 
9,0. Os resultados obtidos para o pH ótimo da atividade da peroxidase estão em 
concordância com os valores reportados na literatura187. Portanto, o tampão fosfato 
0,1 mol L-1 (pH 7,0) foi usado para experimentos posteriores.  
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O efeito da freqüência na resposta do biossensor proposto foi estudado 
variando este parâmetro de 5 a 100 Hz em solução de rutina 3,9x10-6 mol L-1, 
peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e amplitude de potencial de 80 Hz. Um 
aumento do sinal analítico foi observado em 25 Hz. Este valor foi selecionado para 
estudos posteriores.   
Posteriormente, foi avaliado a amplitude, variando de 5 a 100 mV. O maior 
valor de Ipc foi obtido para 30 mV em solução de rutina 3,9x10-6 mol L-1 peróxido de 
hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e freqüência de 25 Hz.  Foi selecionado amplitude de 
potencial de 30 mV. A Tabela 5 resume a faixa de cada variável investigada e os 
valores selecionados na utilização do biossensor proposto para rutina. 
 
Tabela 5. Parâmetros de otimização do biossensor proposto. 
Parâmetros Faixa estudada  Maior resposta 
pH 5,0 – 9,0 6,0 
Frequência (Hz) 5 – 100 25 
Amplitude de potencial (mV ) 5 – 100 30 











4.2.3 Repetibilidade, reprodutibilidade e seletividade 
  
O estudo da repetibilidade foi realizado a partir de dez medidas sucessivas 
usando o biossensor em soluções de rutina 3,9x10-6 mol L-1, peróxido de hidrogênio 
2,0x10-3 mol L-1, freqüência de 25 Hz e amplitude de potencial de 30 Hz. Os valores 
obtidos de correntes de pico catódico foram determinados e o desvio padrão relativo 
encontrado foi de 0,9 % (n=10). 
A reprodutibilidade do biossensor foi estudada para cinco diferentes 
biossensores e a resposta da corrente de pico catódica investigada em soluções de 
rutina 3,9x10-6 mol L-1, peroxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1, nos melhores 
parâmetros estudados. O desvio padrão relativo entre o Ipc obtido para cada 
biossensor construído foi de 2,5% (n=10). A boa reprodutibilidade pode estar 
relacionada com a eficiência na imobilização da peroxidase em matriz de quitosana 
previamente reticulada com glutaraldeído e epicloridrina. Fernades et al175 
desenvolveram um biossensor de pasta de carbono contendo peroxidase 
imobilizada em matriz de quitina reticulada. No estudo da repetibilidade, o 
biossensor apresentou um desvio padrão relativo (r.s.d.) de 4 % e na 
reprodutibilidade um r.s.d. de 13 %.   
A seletividade do biossensor proposto foi avaliada estudando-se o efeito das 
substâncias presentes nos produtos farmacêuticos. Compostos como cloreto de 
sódio, amido, polietilenoglicol, estearato de magnésio, lactose, sacarose foram 
estudadas individualmente usando o biossensor proposto nas proporções de 0,1, 
1,0, 10,0 em relação a  rutina 2,2x10-6 mol L-1. Nenhuma dessas substâncias 




4.2.4 Voltamogramas de onda quadrada e curva analítica de rutina 
 
Os voltamogramas de onda quadrada usando o biossensor foram obtidos em 
uma faixa de potencial de + 0,35 a - 0,1 V, como mostra a Figura 32 (A).  A partir da 
corrente de pico catódica foi construída a curva analítica mostrada na Figura 32 (B), 
os resultados apresentaram excelente coeficiente de correlação e linearidade de 
3,4x10-7 a 1,2x10-6 mol L-1 (Ipc=30,73 + 4,869x107 [rutina]; r=0,9998), onde o Ipc é a 
corrente de pico catódico (nA) e [rutina] a concentração de rutina (mol L-1) com um 
limite de detecção de 3,0x10-8 mol L-1.  
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Figura 32. (A) Voltamogramas de onda quadrada (a) solução tampão fosfato e 
solução peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 e adição de rutina: (b) 
3,4x10-7; (c) 1,1 x10-6; (d) 2,2 x10-6; (e) 3,3 x10-6; (f) 4,3 x10-6;  (g) 5,2 
x10-6; (h) 6,3 x10-6; (i) 7,2 x10-6 mol L-1, amplitude de 30 mV e freqüência 
de 25 Hz. (B) Curva analítica usando o Ipc dos voltamogramas de onda 




4.2.5 Estudo de recuperação 
 
O estudo de recuperação de rutina em duas amostras de fármacos foi 
realizado usando o biossensor proposto. Neste estudo, três concentrações de rutina, 
0,63, 1,25 e 1,86 mg L-1 foram adicionadas nas amostras dos fármacos e a cada 
adição foi realizada uma varredura de voltametria de onda quadrada. A partir do Ipc 
de cada voltamograma foi possível calcular o valor de recuperação de rutina padrão. 
Os resultados obtidos nestes experimentos, mostrados na Tabela 6, variaram de 
96,2 a 102,4 % de recuperação de rutina padrão, evidenciando que não ocorre a 
interferência da matriz da amostra no método proposto. 
 
 
Tabela 6. Estudo de recuperação de rutina em amostras farmacêuticas usando o 
biossensor proposto. 
 Rutina (mg L-1) 
























4.2.6 Determinação de rutina em fármacos 
 
Para avaliar a aplicabilidade do biossensor, foi determinado o teor de rutina 
em duas amostras: (A) Nova Rutina e (B) Rutina manipulada. A Tabela 7 mostra e 
compara os valores obtidos pelo método proposto, método comparativo e o valor 
rotulado. Os resultados obtidos em ambos os métodos estão em concordância entre 
si e com o valor rotulado, a um nível de confiança de 95% e dentro do erro aceitável 
para uma metodologia analítica. 
 
 
Tabela 7. Determinação de rutina em amostras de fármacos usando o método 
comparativo e biossensor proposto.  
 Rutina (mg g-1) Erro relativo (Er) (%) 
Amostras Valor 
rotulado 
Método comparativo Biossensor Er1 Er2 
A 20,0 20,60±0,06 19,70±0,08 - 4,4 -1,5 
B 20,0 19,80±0,08 19,60±0,04 -1,0 -2,0 
*n=6, nível de confiança de 95%.  
Er1= biossensor vs método comparativo; Er2= biossensor vs valor rotulado. 
 
 
Diversas técnicas têm sido propostas para a determinação de rutina148-153. 
Algumas destas envolvem procedimentos complicados, principalmente nas etapas 
de manipulação da amostra e eliminação de interferentes, aumentando o tempo e o 
custo da análise. O método espectrofotométrico proposto pela Official Methods of 
Analysis164 usado como método comparativo neste trabalho, usa o comprimento de 
onda de 352,5 nm para determinação desta classe de antioxidantes. No entanto, os 
excipientes frequentemente usados nos produtos farmacêuticos absorvem na região 
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do UV, atuando como interferentes. Em contrapartida, o método proposto neste 
trabalho usando extrato de jiló como fonte da enzima peroxidase na construção do 
biossensor oferece diversas vantagens, entre elas, esse vegetal é rico em 
peroxidase, possui baixo custo e fácil aquisição. O biossensor combina a 
sensibilidade com seletividade proporcionada pela enzima, tornando as análises 
rápidas e com baixo limite de detecção, comparados com os métodos descritos na 
literatura148-150. Estes resultados abrem expectativas favoráveis do uso de 
biossensores para a determinação desta classe de antioxidantes presentes em 
diversos produtos farmacêuticos.  
 
4.2.7 Comparação dos resultados obtidos usando o biossensor proposto na 
determinação de rutina e hidroquinona 
 
A Tabela 8 compara os resultados da linearidade, equação da reta, limite de 
detecção e estudos de recuperação usando o biossensor (III) para a determinação 
de hidroquinona e rutina. Os resultados indicam boa eficiência do biossensor para 
ambos os substratos investigados, com ótimos valores de coeficiente de correlação. 
A variação do percentual de recuperação nas amostras reais confirma a ausência de 
interferentes nos métodos propostos, viabilizando o uso do biossensor para 
determinação de hidroquinona e rutina. Entretanto, os resultados diferem em relação 
à faixa de linearidade e consequentemente em relação ao limite de detecção para 
cada substrato. A rutina apresentou linearidade para concentrações mais baixas, 
comparada a hidroquinona. Essa diferença pode estar relacionada à maior afinidade 
da peroxidase pela rutina, conferindo ao biossensor maior sensibilidade na 
determinação deste flavonóide.  
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Tabela 8. Comparação das figuras de mérito usando o biossensor (III) na 
determinação de hidroquinona e rutina. 
 Hidroquinona Rutina 
Linearidade 
(mol L-1) 
2,5x10-4 – 4,5x10-3 3,4x10-7 – 1,2x10-6 
Equação da reta  Ipc=1,937 + 3,504x104 [S*] 
r = 0,9994 
Ipc=30,73 + 4,869x107[S**] 
r = 0,9998 
Limite de detecção 
(mol L-1) 
2,0x10-5 3,0x10-8 
Recuperação (%) 98,8 - 103 96,2 - 102,4 
[S*] = hidroquinona, [S**] = rutina 
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4.3 SENSOR BIOMIMÉTICO USANDO NOVO COMPLEXO BINUCLEAR DE CuII 
MODELO DA POLIFENOL OXIDASE 
 
4.3.1 Complexo binuclear de CuII  
 
Osório170, com base nos dados espectroscópicos e estruturais da 
metaloenzima polifenol oxidase, buscou obter um composto similar ao sítio ativo 
desta enzima, sintetizando o complexo binuclear de CuII - [Cu2(HL)(OAc)](ClO4)2,  
usando como ligante o H2L - [N,N’,N’-tris-(2-piridilmetil)-N–(2-hidroxi-3,5-di-terc-
butilbenzil)1,3-ropanodiamina-2-ol].
 
A estrutura química do complexo foi resolvida 




















A estrutura do complexo de CuII apresenta dois centros metálicos de CuII 
pentacordenados, um centro metálico possui geometria piramidal de base quadrada 
e o outro bipirâmide  trigonal distorcida. Os centros metálicos se encontram a uma 
distância de 3,4 Å ligados por um grupo alcoóxido do ligante (HL) - e pelo íon 
acetato. As propriedades estruturais, eletroquímicas e espectroscópicas do 
complexo CuII foram devidamente estudas e correlacionadas àquelas apresentadas 
pela catecol oxidase170. Portanto, o complexo de CuII
 
representa um modelo 
estrutural interessante para o sítio ativo da forma met da enzima catecol oxidase e 
consequentemente um composto interessante para ser empregado substituindo a 
enzima para construção do sensor biomimético. 
 
4.3.2 Voltametria cíclica  
 
Inicialmente, neste trabalho foram realizados experimentos de voltametria 
cíclica usando um eletrodo de pasta de carbono (Figura 34 A) e o sensor 
biomimético (Figura 34 B) como eletrodos de trabalho. Os experimentos foram 
realizados variando o potencial de + 0,6 a - 0,4 V, os voltamogramas (a, c) obtidos 
em solução tampão fosfato (pH 8,0) e (b, d) em hidroquinona 2,0x10-4 mol L-1 em 
tampão fosfato (pH 7,0). O voltamograma (c) usando o sensor biomimético, 
apresenta um processo de redução e oxidação em + 0,3 V e + 0,5 V, 
respectivamente. Estes picos podem estar relacionados à formação do radical 
fenoxil, que podem vir a contribuir no processo catalítico do complexo170,188,189. O 
voltamograma (d) além dos picos do branco, apresenta também o processo de 
oxidação da hidroquinona a o-quinona em potencial de 0,0 V e um potencial de pico 
catódico devido a redução eletroquímica da quinona em - 0,2 V.  
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O eletrodo de pasta de carbono apresenta um processo redox bem definido, 
referentes a oxidação e redução da hidroquinona. Pode-se observar uma diferença 
significativa entre o Epa de 0,3 V apresentado pelo eletrodo de pasta de carbono e o 
Epa de + 0,0 V do sensor proposto. Além disso, o sensor biomimético apresentou 
um maior valor de Ipc para hidroquinona, estas características podem estar 
relacionadas à presença do complexo de CuII na composição do sensor, contibuindo 
para a oxidação de hidroquinona a p-quinona. 
O sensor biomimético não apresentou nenhum processo redox na faixa de + 
0,2 a - 0,4 V, pois conforme estudos eletroquímicos realizados anteriormente170 o 
complexo de CuII apresenta dois processos redox  (CuIICuII ↔ CuIICuI/ CuIICuI ↔ 
CuICuI) em potencias acima de -0,4 V, não interferindo na determinação de 
hidroquinona que possui um Epc em -0,2 V. Estes resultados também viabilizam o 
uso do sensor biomimético para a quantificação de diversos compostos fenólicos, 
que apresentam processos redox em potencias próximos de zero, geralmente entre 
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Figura 34. Voltamogramas cíclicos utilizando o (A) eletrodo de pasta de carbono e 
(B) sensor biomimético. Voltamogramas (a, c) obtidos em obtidos 




4.3.3 Estudo do percentual do complexo de CuII 
 
Com o objetivo de obter o máximo de corrente de pico e consequentemente 
uma maior resposta do sensor biomimético, foi investigado o percentual do 
complexo CuII na composição do sensor. Em estudos anteriores46,65, foram 
registradas ótimas condições experimentais na construção de eletrodos de pasta de 
carbono na composição de 75/15 % (m/m) grafite/Nujol. Na construção do sensor 
biomimético esta composição foi mantida constante e foram construídos sensores 
variando o percentual do complexo de CuII  de 5 a 20 % (m/m). A resposta analítica 
do eletrodo de pasta de carbono modificado foi investigada em solução de 
hidroquinona 2,0x10-3 mol L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1 pH (7,0) e a maior 
corrente de pico catódica dos voltamogramas foi obtida para o sensor na 
composição 75/15/10 % (m/m) grafite/Nujol/complexo de CuII, como mostra a Figura 























Figura 35. Estudo do percentual do complexo CuII de 5 a 20 % (m/m) do sensor 
biomimético em solução de hidroquinona 2,0x10-3 mol L-1 em tampão 




4.3.4 Efeito do pH sobre a resposta do sensor biomimético 
 
A influência do pH de 5,0 a 9,0 sobre a resposta do sensor biomimético foi 
estudada em solução de hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1, freqüência de 50 mV e 
amplitude de potencial de 50 mV empregando a voltametria de onda quadrada nas 
mesmas condições experimentais. Nestas medidas, o máximo da corrente de pico 
catódica foi observado em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 8,0), como mostra a Figura 
36.  Os experimentos a seguir foram realizados neste pH.  
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Figura 36. Estudo do pH (5 a 9) sobre a resposta do sensor biomimético em 
hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1, freqüência de 50 mV e amplitude de 
potencial de 50 mV. 
 
4.3.5 Estudo dos parâmetros da voltametria de onda quadrada 
 
A influência da freqüência de 10 a 100 Hz sobre a resposta do sensor foi 
investigada em solução de hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1 nas melhores condições 
determinadas anteriormente. Como mostra a Figura 37(A), um aumento significativo 
do valor Ipc é observado até 80 Hz, tornando-se praticamente constante para 
valores superiores. A amplitude de potencial foi estudada de 10 a 100 mV em 
solução de hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 8,0). Um 
aumento significativo do sinal foi obtido até 80 mV, Figura 37(B). Estes valores foram 
selecionados para experimentos posteriores. 
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Figura 37. (A) Estudo  do efeito da freqüência de (10 a 100 Hz) e (B) amplitude de 
(10 a 100 mV) sobre o sinal analítico em solução de hidroquinona 




4.3.6 Reprodutibilidade, repetibilidade e seletividade  
 
Foram construídos três eletrodos de pasta de carbono modificados com o 
complexo CuII, nas mesmas condições. Em seguida, determinada a reprodutibilidade 
do sensor em solução de hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-
1
 (pH 8,0), amplitude 80 mV e freqüência de 80 Hz. O desvio padrão relativo nas 
determinações foi de 2,8 %. 
O estudo da repetibilidade para o sensor biomimético contendo complexo de 
CuII, foi averiguado em 10 sucessivas medidas em solução de hidroquinona 3,0x10-3 
mol L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 8,0), amplitude 80 mV e freqüência de 80 
Hz. O desvio padrão relativo encontrado para estas medidas foi menor que 2,0 %. 
O efeito de excipientes, substâncias geralmente encontradas em cosméticos, 
tais como: ácido cítrico, estearato de magnésio, metilparabeno, polietileno glicol, foi 
avaliado usando o sensor proposto. As razões de concentrações entre a 
hidroquinona e as substâncias concomitantes foram fixadas em 0,1, 1,0 e 10,0. 
Nenhuma destas substâncias interferiu no método proposto. 
 
4.3.7 Estudos de recuperação de hidroquinona em cosméticos 
 
Para avaliar a presença de possíveis interferentes no procedimento proposto, 
foi aplicado o método de adição padrão. O percentual de recuperação de 
hidroquinona foi verificado a partir de três adições de hidroquinona padrão nas 
concentrações de 86,99; 143,14 e 202,60 mg L-1 em (A e B) e o voltamogramas de 
pico catódico obtidos. A partir do Ipc de cada adição foi possível calcular o 
percentual de hidroquinona, Tabela 9. O percentual de recuperação de hidroquinona 
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variou de 94,2 a 103,5 %, comprovando desta forma a ausência de interferência da 
matriz da amostra neste procedimento.  
 
Tabela 9. Estudos de recuperação de hidroquinona utilizando o sensor  biomimético. 
* (n=5) 
 Hidroquinona mg L-1  
Amostras Adicionado* Recuperado Recuperado (%) 
A 86,99 82,03 94,2 
 143,14 148,2 103,5 
 202,60 198,2 97,8 
B 86,99 88,10 101,3 
 143,14 145,34 101,5 
 202,60 199,30 98,4 
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4.3.8 Voltamogramas de onda quadrada e curva analítica para a hidroquinona  
 
Após estabelecer as melhores condições de operação do sensor biomimético, foi 
estudado o comportamento eletroquímico do sensor na redução eletroquímica da 
quinona utilizando a voltametria de onda quadrada. A Figura 38 mostra os 
voltamogramas referente a redução da quinona para hidroquinona em soluções 
padrão de 6,0x10-5 a 2,5x10-3 mol L-1.  
 
Figura 38. Voltamogramas de onda quadrada obtidos usando o sensor biomimético 
(a) solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 pH (8,0) e soluções de 
hidroquinona nas concentrações: (b) 6,0x10-5; (c) 1,2 x10-4; (d) 2,4 x10-
4; (e) 3,6 x10-4; (f) 4,7 x10-4; (g) 5,8 x10-4; (h) 8,0 x10-4; (i) 1,1x10-3; (j) 
1,3 x10-3; (l) 1,6 x10-3; (m) 1,8 x10-3; (n) 2,0x10-3; (o) 2,2 x10-3; (p) 2,5 
x10-3 mol L-1, 80 mV e 80 Hz. 


































O Ipc destes voltamogramas foram usados na construção da curva analítica 
obtendo-se a equação da reta: Ipc=1,50+1,47x104 [hidroquinona]; r=0,9995, onde 
o Ipc é expresso em µA e [hidroquinona] é a concentração de hidroquinona em 
mol L-1, Figura 39, obtendo-se um limite de detecção 3,0x10-6 mol L-1. 
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Figura 39. Curva analítica de hidroquinona usando o Ipc dos voltamogramas de 
onda quadrada vs concentração de 6,0x10-5 a 2,5 x10-3 mol L-1 em 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 pH (8,0), amplitude de 80 mV e 







4.3.9 Determinação de hidroquinona em cosméticos 
 
O procedimento proposto foi validado pela determinação de hidroquinona em 
cosméticos. A Tabela 10 mostra os resultados obtidos para duas amostras 
comerciais usando o método oficial163 e o sensor proposto. Os resultados obtidos 
estão em concordância com o valor rotulado a um nível de confiança de 95 %.  
 
Tabela 10. Determinação de hidroquinona usando o sensor biomimético e o método 
comparativo. 
 Hidroquinona (mg L-1) Erro relativo (%) 
Amostra Valor 
rotulado 
Método oficial Sensor  
Biomimético 
Er1 Er2 
A 40,0 38,70 ± 0,06 38,90 ± 0,09 - 2,75 + 0,52 
B 40,0 39,10 ± 0,05 40,30 ± 0,05 + 0,75 + 3,1 
*n=6, nível de confiança de 95%.  
Er1= sensor biomimético vs valor rotulado;  












4.4 SENSOR BIOMIMÉTICO USANDO COMPLEXO DE FeIIFeIII MODELO 
FOSFATASE ÁCIDA PÚRPURA PARA A DETERMINAÇÃO DE 
COMPOSTOS FENÓLICOS 
 
4.4.1 Complexo FeIIFeIII 
 
O complexo binuclear de ferro, [FeIIFeIII(BPBPMP)(OAc)2]ClO4], foi sintetizado 
a partir do ligante 2-bis [{(2-piridilmetil)-aminometil}-6-{(2-hidroxibenzil)(2-
piridilmetil)}-amino-metil]-4-metilfenol (H2BPBPMP),  modelo mimético para o sítio 
ativo da  enzima  fosfatase ácida púrpura. O complexo FeIIFeIII foi devidamente 
caracterizado por IR e CHN e teve suas  propriedades redox investigadas por 
voltametria cíclica. Os voltamogramas obtidos apresentaram dois processos redox 
em + 0,38 e – 0,49 V vs NHE, que foram atribuídos aos pares redox FeIII/FeIII  
FeII/FeIII e FeII/FeIII  FeII/FeII, respectivamente. O potencial de + 0,38V, torna o 
complexo de ferro sintetizado um análogo sintético das propriedades redox da 
uteroferrina (fosfatase ácida púrpura), uma vez que a mesma apresenta potencial 
redox em + 0,367 V vs NHE173. 
A proposta da estrutura química do complexo ilustrada na Figura 40 foi 















Figura 40. Proposta da estrutura do complexo [FeIIFeIII(BPBPMP)(OAc)2]ClO4]. 
 
O complexo [FeIIFeIII(BPBPMP)(OAc)2]ClO4], apresenta uma estrutura com 
dois átomos de ferro hexacoordenados, com distância entre si de 3,5 Å. Os centros 
metálicos estão unidos por uma ponte fenóxido proveniente do ligante H2BPBPMP e 
duas pontes carboxilato dos grupos acetato. O FeIII encontra-se coordenado a um 
Npiridínico, um Namínico e um Ofenólico e o FeII coordena-se a dois Npiridínicos e um Namínico, 
completando o ambiente de coordenação do complexo172,173. Este complexo foi 
utilizado na construção do sensor biomimético e avaliado para determinação de 
compostos fenólicos em presença de peróxido de hidrogênio e na determinação de 








4.4.2 Voltametria cíclica 
Foram realizados experimentos de voltametria cíclica para investigar o 
processo de oxidação e redução da dopamina usando o sensor biomimético 
contendo o complexo de  FeIIFeIII e o desempenho deste sensor comparado ao  
eletrodo de pasta de carbono. A Figura 41, mostra os voltamogramas cíclicos 
utilizando o (A) eletrodo de pasta de carbono e (B) sensor biomimético. Os 
voltamogramas (a, c) foram obtidos em peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1 em 
solução tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) e voltamogramas (b, d) em dopamina 
3,0×10-3 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1. Os voltamogramas (b, d) 
apresentam um processo de oxidação da dopamina para dopaminoquinona em 
potenciais próximos de + 0,4 V . E a redução eletroquímica a respectiva dopamina 
foi verificada no voltamograma (b) em 0,0 V e (d) em 0,05 V. Como pode ser 
observado, o sensor biomimético apresentou maior valor de Ipc para dopamina  em 
relação ao eletrodo de pasta de carbono. O pequeno deslocamento do Epc para 
potenciais mais positivos e a maior resposta analítica apresentado pelo sensor 
biomimético, pode estar relacionado a presença do complexo de FeIIFeIII na 
composição do sensor, favorecendo para a oxidação de dopamina a correspondente 
o-quinona. O voltamograma (c) obtido usando o sensor biomimético mostra um 
processo redox em presença de peróxido de hidrogênio, este sinal pode estar 
relacionado à formação de radiciais e/ou ao processo redox FeII/FeIII  FeII/FeII. 
Entretanto, este processo não interferiu na determinação de compostos fenólicos 
usando a voltametria de onda quadrada, resultados mostrados a seguir.  
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Figura 41.  Voltamogramas cíclicos utilizando (A) eletrodo de pasta de carbono e (B) 
sensor biomimético. Voltamogramas (a, c) obtidos em peróxido de 
hidrogênio 2,0x103 mol L-1 e tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) e 







4.4.3 Estudo do percentual do complexo FeIIFeIII 
 
A influência do complexo FeIIFeIII na composição do sensor biomimético foi 
investigada de 5 a 20 % (m/m). Neste estudo, foi mantida constante a quantidade de 
grafite:nujol em 75:15 % (m/m). A Figura 42 mostra o sinal analítico para os 
sensores em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) contendo dopamina 3,0x10-3 mol L-1 
e peróxido de hidrogênio 2,0x10-3 mol L-1.  O maior valor de Ipc foi obtido para 10 % 
(m/m) do complexo FeIIFeIII, esta proporção foi usada na construção do sensor 
biomimético. 

















Figura 42. Estudo do percentual do complexo FeIIFeIII  de 5 a 20 % (m/m) sobre a 
resposta do sensor biomimético em solução de dopamina 3,0x10-3 mol L-
1
 em tampão fosfato 0,1 mol L-1 pH (7,0), amplitude de potencial 50 mV, 




4.4.4 Influência do peróxido de hidrogênio 
 
As fosfatases ácidas púrpuras (PAPs) de tecidos aminais e seus modelos 
sintéticos possuem no sítio ativo FeIIFeIII responsável pela atividade catalítica destas 
enzimas. Diversos pesquisadores propõem que as PAPs são capazes de gerar 
espécies reativas de oxigênio pela reação de Fenton em presença de peróxido de 
hidrogênio, como mostra as equações (3, 4 e 5). Essas reações ocorrem 
preferencialmente em pH 7,0 e é dependente da concentração de peróxido de 
hidrogênio e do estado de oxidação do ferro190-193.  
 
H2O2 + O2-            O2 +  -OH  +  .OH                                                           (3) 
Enz-FeIIFeIII  +  H2O2                  Enz-FeIIIFeIII  +  .OH + -OH                            (4) 
Enz-FeIIIFeIII  + O2-                    Enz-FeIIFeIII  +  O2                                                                 (5) 
 
Verificando a possibilidade de ocorrer a reação de Fenton usando o modelo 
sintético para PAP, investigou-se o efeito da concentração do peróxido de hidrogênio 
sobre a resposta do sensor biomimético contendo FeIIFeIII. A concentração de 
peróxido de hidrogênio foi estudada de 0,0 a 9,5x10-5 mol L-1 usando solução de 
dopamina 3,0x10-3 mol L-1 em tampão fosfato 0,1 mol L-1, pH 7,0, Figura 43. 
Observa-se um aumento do Ipc até 4,5x10-5 mol L-1 de peróxido de hidrogênio, 
permanecendo constante para concentrações superiores. Com base nos resultados 
obtidos para este estudo e conforme citado por outros pesquisadores35, a atividade 
catalítica da PAP pode assemelhar-se à enzima peroxidase, que catalisa a oxidação 
de compostos fenólicos em presença de peróxido de hidrogênio. Portanto, na etapa 
seguinte deste trabalho, será investigada a resposta do sensor biomimético para 
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diversos compostos fenólicos em solução de peróxido de hidrogênio 4,5x10-5 mol L-1 
em solução tampão fosfato (pH 7,0). 
 
 

















[Peróxido de hidrogênio] /105 mol L-1
 
 
Figura 43. Influência da concentração do peróxido de hidrogênio (0,0 a 9,5x10-5 mol 
L-1) sobre a resposta do sensor biomimético em dopamina 3,0x10-3 mol 










4.4.5 Resposta do sensor biomimético para compostos fenólicos 
 
Foi realizado estudo comparativo para verificar a resposta para alguns 
compostos fenólicos (carbidopa, catecol, dopamina, hidroquinona, L-dopa e 
metildopa). O estudo foi realizado em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) contendo 
peróxido de hidrogênio 4,5x10-5 mol L-1 e concentração de 5,0x10-3 mol L-1 para cada 
substrato. A Tabela 11 apresenta o potencial de pico catódico (Epc) e a resposta 
relativa (%) para cada composto fenólico, valor determinado a partir da corrente de 
pico catódica (Ipc). O sensor apresentou maior sensibilidade para hidroquinona (100 
%), catecol (80,6 %) e dopamina (32,3 %) e menor para metildopa (3,9 %), 
carbidopa (3,7 %) e L-dopa (3,3 %). Todos os compostos estudados apresentaram 
sinal do Epc próximo de + 0,1 V. O potencial próximo entre os compostos 
selecionados, inviabiliza a determinação simultânea desses compostos. Entretanto, 
viabiliza a determinação destes compostos usando o sensor biomimético, pois cada 
substrato possui funções diferentes e são comercializados separadamente. Neste 











Tabela 11. Resposta relativa para compostos fenólicos usando o sensor 
biomimético. 







+ 0,10 80,6 
Dopamina OH
HO CH2 CH2 NH2
 




































4.4.6 Influência do pH 
 
O pH pode ser considerado um dos parâmetros que mais influência na 
performace do sensor biomimético. O efeito do pH de 3,0 a 8,0 foi estudado em 
dopamina 3,0x10-3 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 4,5x10-5 mol L-1. De acordo com 
os resultados obtidos, Figura 44, a maior resposta analítica foi obtida em pH 7,0. 
Consequentemente, este pH foi utilizado no decorrer do trabalho. Este resultado 
esta de acordo com aqueles obtidos com as enzimas fosfatases ácidas que operam 
na faixa ótima de pH entre 2 a 7191. 
 
Figura 44. Influência do pH (3,0 a 8,0) sobre a resposta do sensor biomimético em 
dopamina 3,0x10-3 mol L-1 e peróxido de hidrogênio 4,5x10-5 mol L-1, 
freqüência de 50 Hz e amplitude de potencial de 50 mV. 
 
 

















4.4.7 Parâmetros da voltametria de onda quadrada 
 
A influência da amplitude de potencial no desempenho do sensor proposto foi 
investigado variando este parâmetro de 10 a 100 mV. Como pode ser observado na 
Figura 45 (A), o valor de Ipc aumenta com o aumento da amplitude. Uma amplitude 
de 50 mV foi usada nos experimentos seguintes. 
O efeito da freqüência de 10 a 100 Hz foi estudado usando o sensor 
biomimético como eletrodo de trabalho em solução de dopamina 3,0x10-3 mol L-1, 
nos melhores parâmetros estudados, resultados mostrados na Figura 45 (B). O 
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Figura 45. Estudo da (A) amplitude de potencial (10 a 100 mV) e (B) freqüência de 
(20 a 100 Hz), em solução de hidroquinona 1,0x10-3 mol L-1 e peroxido 




4.4.8 Repetibilidade, reprodutibilidade e interferentes 
 
O método de voltametria de onda quadrada foi usado para o estudo da 
repetibilidade, reprodutibilidade e na determinação de dopamina usando o sensor 
proposto. Essas medidas foram realizadas usando a composição do sensor 
biomimético de 75/15/10 % (m/m/m) grafite/Nujol/complexo de FeIIFeIII) e as  
melhores condições determinadas anteriormente (pH 7,0, freqüência 30 Hz, 
amplitude de potencial 50 mV). 
A repetibilidade do sensor foi avaliada em 10 sucessivas medidas em 3,0x10-3 
mol L-1 de dopamina e 4,5x10-5 mol L-1 de peróxido de hidrogênio em solução 
tampão fosfato 0,1 mol L-1; pH 7,0. Foi obtido um desvio padrão relativo de 2,6 %, 
indicando que o sensor proposto possui alta repetibilidade. 
A reprodutibilidade do sensor foi medida a partir da construção de três 
sensores nas mesmas condições, em 3,0x10-3 mol L-1 de dopamina e 4,5x10-5 mol L-
1
 de peróxido de hidrogênio em solução tampão fosfato 0,1 mol L-1; pH 7,0. Obteve-
se um desvio padrão relativo entre as medidas de 6,1 %. 
A influência de possíveis interferentes no procedimento proposto foi avaliada 
pelo método de adição de padrão. Neste estudo foram adicionadas concentrações 
de 0,237; 0,474 e 0,664 mg L-1 de solução de dopamina na amostra do produto 
farmacêutico, obtendo o Ipc após cada adição de padrão. O percentual de dopamina 
recuperada usando o sensor biomimético variou de 98,3 a 103 %, como mostra a 






Tabela 12. Estudos de recuperação de dopamina padrão. 
 Dopamina (mg mL-1) 















4.4.9 Voltamogramas de onda quadrada e curva analítica da dopamina  
 
Após estabelecer as melhores condições para a determinação de dopamina, 
foi construída a curva analítica usando o sensor biomimético. A Figura 45, mostra os 
voltamogramas de onda quadrada obtidos na faixa de concentração de 5,0x10-5 a 
6,5x10-3 mol L-1 de dopamina. A partir do Ipc de cada voltamograma, foi construída a 
curva analítica, obtendo-se a seguinte equação da reta: (Ipc= 3,0013 + 5142,8 


















































Figura 46. Voltamogramas de onda quadrada usando o sensor biomimético (a) 
tampão fosfato 0,1 mol L-1(pH 7,0), e soluções de dopamina nas 
concentrações de (b) 5,0x10-5; (c) 2,5x10-4; (d) 5,0 x10-4; (e) 1,5 x10-3; (f) 
2,5 x10-4; (g) 3,5 x10-4; (h) 4,5 x10-4; (i) 5,5x10-3; (j) 6,5x10-3 mol L-1, 





4.4.10 Determinação de dopamina em produto farmacêutico 
 
O método proposto foi validado, aplicando-o na determinação de produto 
farmacêutico contendo dopamina. A diferença entre os resultados apresentados na 
Tabela 13, não são significativos, comparados com os resultados usando o método 
comparativo165, concluindo-se que o método proposto é adequado para 
determinação de dopamina em amostras comerciais. 
 
Tabela 13. Determinação de dopamina em produtos farmacêuticos usando o método 
comparativo165 e o sensor biomimético. 







Erro relativo (%) 
Re1         Re2 
A 5,0 5,02±0,09 5,13±0,05 + 2,6 + 2,2 
*n=6; nível de confiança de 95 %.   
Re1= sensor biomimético vs valor rotulado;  





Entre os vegetais selecionados para obtenção da peroxidase, o extrato da 
fruta-do-conde (Ananas squamosa), gengibre (Zingiber officinales Rosc.) e jiló 
(Solanum gilo) apresentaram atividades específicas superiores aos outros vegetais 
estudados. O jiló foi selecionado e usado como fonte da enzima peroxidase na 
imobilização em matriz de quitosana. As melhores condições de extração para este 
vegetal foram obtidas em tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0). A atividade da 
peroxidase do homogenato de jiló manteve-se estável durante 25 dias de estocagem 
e não foram observadas mudanças significativas na atividade desta enzima no 
processo de extração usando tampão fosfato 0,1 mol L-1 (pH 7,0) e tampão fosfato 
0,1 mol L-1 (pH 7,0) + Polyclar. O grau de desacetilação da quitosana foi 
determinado por titulação condutométrica obtendo-se uma porcentagem de grupos 
amino livres de 82 %. O máximo de reticulação, 100 %, foi obtido em solução de 
glutaraldeído 2,5 % (v/v) a partir de 10 min de reação. 
A quitosana apresentou boa eficiência como suporte para imobilização da 
peroxidase obtida do vegetal jiló. Esse bom desempenho foi obtido a partir da 
reticulação com glutaraldeído, epicloridrina e ativação com carbodiimida que permitiu 
maior estabilidade para a peroxidase imobilizada.  
Os biossensores (I, II e III) desenvolvidos a partir da imobilização da 
peroxidase em matriz de quitosana previamente reticulada e ativada, apresentaram 
uma relação linear entre as correntes catódicas e as concentrações de hidroquinona 
no intervalo de 2,5x10-4 a 4,5x10-3 mol L-1 com limite de detecção de 2,0x10-5 mol L-1. 
A maior sensibilidade foi observada para o biossensor (III), que foi construído a partir 
da imobilização da peroxidase em quitosana contendo os grupos amino reticulados 
com glutaraldeído e grupos hidroxila ativados com epicloridrina.  
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Os biossensores (I), (II) e (III) apresentaram bons resultados quanto à 
repetibilidade (r.s.d. ≤ 1,0 %), reprodutibilidade (r.s.d. ≤ 3,2 %). Esta boa 
estabilidade pode ser atribuída à forte interação entre a enzima peroxidade e a 
matriz da quitosana ativada e reticulada. Os estudos de recuperação, assim como 
a determinação de hidroquinona em amostras reais, comprovaram o bom 
desempenho dos sensores propostos e indicaram que os procedimentos analíticos 
não sofrem interferências das matrizes dessas amostras.  
O biossensor (III) foi otimizado para determinação de rutina em fármacos e os 
resultados comparados com aqueles obtidos na determinação de hidroquinona. O 
biossensor apresentou características favoráveis para determinação de rutina, 
incluíndo alta sensibililidade, boa reprodutibilidade (r.s.d ≤ 2,5 %), boa repetibilidade 
(r.s.d ≤ 0,9 %). Na determinação de rutina, o biossensor apresentou linearidade e 
limite de detecção para concentrações menores, comparado a hidroquinona. Essa 
diferença pode estar relacionada à maior afinidade da peroxidase pela rutina, 
conferindo ao biossensor maior seletividade e sensibilidade na determinação deste 
flavonóide. 
Os resultados obtidos neste trabalho viabilizam o uso da peroxidase de 
extrato de jiló na construção de biossensores, podendo substituir a enzima 
peroxidase purificada. Os resultados obtidos usando os biossensores (I, II e III) 
viabilizam a utilização destes eletrodos modificados para determinação de 
compostos fenólicos, necessitando somente da devida otimização para cada 
substrato de interesse.  
O sensor biomimético contendo complexo de CuII (modelo catecol oxidase) foi 
empregado com sucesso na determinação de hidroquinona em cosméticos, 
confirmando que sistemas enzimáticos altamente complexos podem ser substituídos 
satisfatoriamente por moléculas mais simples. O sensor proposto apresentou boa 
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reprodutibilidade (r.s.d ≤ 2,8 %), boa repetibilidade (r.s.d ≤ 1 %) e resposta linear 
para hidroquinona de 6,0x10-5 a 2,5 x10-3 mol L-1 com limite de detecção de 3,0x10-6  
mol L-1.  
O sensor biomimético desenvolvido a partir do complexo binuclear de ferro, 
apresentou resposta para vários compostos fenólicos na presença de peróxido de 
hidrogênio. O sensor proposto apresentou uma linearidade de 5,0x10-5 a 6,5x10-3 
mol L-1 para dopamina e limite de detecção de 1,0x10-6 mol L-1, apresentando bons 
resultados em relação a  reprodutibilidade (r.s.d ≤ 6,1 %) e repetibilidade (r.s.d ≤ 2,6 
%) do sensor. 
O tempo de vida dos biossensores e sensores biomiméticos foram 
investigados durante 180 dias. Não foi observada uma alteração significativa no 
desempenho destes sensores. Esta boa estabilidade dos biossensores (I, II e III) 
pode ser atribuída à imobilização adequada da peroxidase de vegetal em matriz da 
quitosana e dos sensores biomiméticos a estabilidade do composto biomimético 
empregado na construção do sensor. 
Os sensores biomiméticos empregando complexos modelos polifenol oxidase 
e fosfatase ácida púrpura, apresentaram bom desempenho na determinação de 
compostos fenólicos, em ampla faixa de concentração e limites de detecção menor 
aos encontrados usando os biosssensores contendo peroxidase de vegetal 
imobilizada em matriz de quitosana previamente reticulada.   Entretanto, os 
biossensores e os sensores biomiméticos desenvolvidos neste trabalho oferecem 
uma alternativa para determinação de compostos fenólicos com alta precisão e 
exatidão. Além disso, a construção destes eletrodos de pasta de carbono 
modificados, são facilmente preparados, apresentam baixo custo, rapidez nas 
análises, sensibilidade e estabilidade.  
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